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Liste des abréviations 

ADN : Acide désoxyribonucléique. 

ARN : Acide r ibonucléique. 

ATG : Analyse thermogravimétrique. 

BCA : Acide 2,2'-biquinoline-4,4'-dicarboxylique, bicinchoninic acide. 

BSA : Albumine de sérum bovin (bovine serum albumin). 

CLEA : Agr®gats dôenzymes r®ticul®s (cross-linked  enzyme agregate). 

CM-Cellulose : Carboxyméthylecellulose. 

COV : Composé organique volatil. 

CPG : Chromatographie phase gaz. 

CTAB : Cétyl triméthylamonium bromide. 

DDA : Dodécylamine (C12NH2). 

DEAE-Cellulose : Diéthylaminoéthylcellulose. 

DLL : Diacétyldihydrolutidine. 

DLS : Diffusion dynamique de la lumière (dynamic light scattering). 

DMC : Diméthyl carbonate. 

DMSO : Diméthyl-sulfoxide. 

DRX : Diffraction des rayons X. 

EB : Tampon dô®lution pour la purification de prot®ines (elution buffer). 

EC : Tampon de conservation pour la purification de protéines (conservation buffer). 

FAD : Flavine adénine dinucléotide. 

FaldDH : Formaldéhyde déshydrogénase. 

FateDH : Formiate déshydrogénase. 

FID : Détecteur par ionisation de flamme (flame ionisation detector). 

FMN : Flavine mononucléotide. 

FNR : Ferrodoxine réductase. 

GlyDH : Glycérol déshydrogénase. 

GOx : Glucose oxydase. 

Hb : Hémoglobine. 

HEPT : Hauteur équivalente en plateaux théoriques. 

HRP : Horse radish peroxidase. 

IPTG : Isopropyl ɓ-D-1-thiogalactopyranoside. 
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LB (-Amp) : milieu de culture Luria Bertani (en pr®sence dôampicilline). 

MCM : Mobil crystalline material. 

MEB : M icroscopie électronique à balayage. 

MET : M icroscopie électronique à transmission. 

MTG : Methanol-to-gasoline. 

MTH : Methanol-to-hydrocarbons. 

MTO : Methanol-to-olefin. 

NAD(P)H/NAD(P)
+ 
: Nicotine adenine dinucléotide (phosphate) réduit/oxidé. 

NPS : Nanocapsule poreuse de silice. 

OEC : complexe de formation du dioxygène (oxygen evolving complex). 

PEC : Photo-électro catalytique (réacteur). 

PEG : Poly éthyleneglycol. 

PFB-Br : Pentafluorobenzyl bromide. 

PMO : Organosillices mésoporeuses périodiques (periodical mesoporous organosilicate). 

POPC : 1-Palmitoyl-2-oleoylphosphatidylcholine. 

PSI/PSII : Photosystème I / photosystème II. 

PTDH : Phosphite déshydrogénase. 

PTFE : Polytétrafluoroéthylène. 

RuBisCO : Ribulose-1,5-diphosphate carboxylase/oxygénase. 

SBA : Tampon de suspension pour la purification de protéines. 

SBB : Tampon de lavage pour la purification de protéines. 

SDS-PAGE : Électrophorèse sur gel de polyacrylamide en présence de dodécylsulfate de sodium 

(sodium dodecylsulfate - polyacrylamide gel electrophoresis). 

SHAMASH : Projet ANR pour la Production d'un biocarburant lipidique par des microalgues. 

SMS : Silice mésoporeuse spongieuse (sponge mesoporous silica). 

TEOS : Tetraethyl orthosilicate. 

TB (-Amp) : Milieu de culture commercial Terrific Broth (en pr®sence dôampicilline). 

TBB : 1,2,3-tri-bromo-benzène. 

TOF : Turnover frequencies (nombre de moles transformées par moles de catalyseur et par unité 

de temps). 

TON : Turnover number (nombre de moles transformées par moles de catalyseur). 

TPP : Thiamine pyrophosphate. 

YADH : Alcool déshydrogénase de levure (yeast alcohol dehydrogenase). 
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A - Contexte 

Les émissions de dioxyde de carbone proviennent essentiellement de la combustion de 

carburants solides liquides ou gazeux, combustion directement liée aux systèmes de transport ou à la 

production ®nerg®tique. Les proc®d®s industriels de production dôacier et de ciment sont ®galement 

responsables dôune grande partie de ces ®missions. 

La concentration atmosphérique du CO2 dans lôatmosph¯re ®tait de 397 ppm en juillet 2013, ce 

qui en fait la plus grande r®serve de mati¯re premi¯re carbon®e. Lôagence internationale de lô®nergie 

pr®conise une r®duction des ®missions de 50% dôici 2050 afin de limiter lôeffet des gaz ¨ effet de 

serre.
1
 

Lôutilisation industrielle du CO2 en 2008 représentait 153 MT, 65 % étant utilisé comme 

mati¯re premi¯re pour lôindustrie chimique (Fig. 1). 

 

Figure 1 : Diagramme repr®sentatif de lôutilisation industrielle du CO2 en 2008. (Source : Projet 

Gestinn, Guide sur lôEco-Innovation, Valorisation du CO2, 2008). 

Lôutilisation du CO2 par lôindustrie représente seulement 0,5% des émissions anthropiques 

mondiales annuelles. La capture et lôutilisation du CO2 sont des technologies en développement qui 
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visent à remplacer les hydrocarbures par le dioxyde de carbone comme matière première pour la 

synthèse en chimie.
2
 

Le CO2 est une mol®cule incolore et inodore pr®sente ¨ lô®tat de gaz ¨ pression et temp®rature 

ambiantes. Il est la principale source de carbone pour les organismes photosynthétiques (plantes, 

algues, cyanobactéries,..), et est au cîur du cycle du carbone qui permet lôéchange des éléments 

carbone entre lôeau, le sol et lôair. Le dioxyde de carbone est également connu pour être le composé 

organique le plus stable (ȹG = -394.kJ.mol
-1
), lô®nergie n®cessaire ¨ apporter pour rompre la liaison 

C-O du dioxyde de carbone est 724 kJ mol
-1
, cette barrière énergétique est le principal verrou à son 

utilisation. 

La réduction du dioxyde de carbone peut être thermodynamiquement favorisée lorsquôil est 

utilisé avec un co-réactant ayant une énergie de Gibbs plus élevée. En présence de méthane par 

exemple, le CO2 est convertit en monoxyde de carbone avec une énergie bien moindre (247,3 

kJ.mol
-1
). Cette barrière thermodynamique peut également être abaissée par les enzymes, qui, par 

différents effets de stabilisation, abaissent lô®nergie dôactivation des r®actions chimiques. 

La production scientifique utilisant le CO2 comme matière première a plus que doublé depuis 

2012 (Fig. 2). 

 

Figure 2 : Production scientifique concernant lôutilisation du CO2 comme mati¯re premi¯re. Mot 

clés : « CO2 feedstock ».(Source : ISIWeb of Knowledge) 

De grandes puissances industrielles (Etats-Unis, Chine, Japon) profitent d®j¨ dôalliances 

internationales pour se positionner sur le marché émergeant du CO2. Plusieurs projets européens 
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concernant lôutilisation du CO2 ont démarré ces dernières années : ELCAT (ELectrocatalytic gas-

phase conversion of CO2 in confined CATalysts) avec les fonds européens du Seventh Framework 

Project (FP7) pour lôélectrocatalyse du CO2 en milieu gazeux, SHAMASH en coopération avec PSA 

Peugeot Citro±n et lô « European Aeronautic Defence and Space company » (EADS) pour la 

production de biocarburants lipidiques par des microalgues). 

B - Procédés de valorisation du CO 2 

Lôexploitation du CO2 comme matière première est possible par voies chimiques, 

électrochimiques, photochimiques, thermochimiques et par voies biotechnologiques. La plupart de 

ces procédés sont énergivores à cause des réactions menées à haute température et haute pression, 

mais aussi à cause de la production dôhydrog¯ne en amont. La durée de vie et le coût du procédé 

permettant la synthèse des composés formés à partir du CO2 sont deux facteurs à prendre en compte 

quant à la valorisation du produit synthétisé. 

Le méthanol qui peut être produit à partir de CO2 est une molécule avec une grande valeur 

ajoutée car il est directement utilisable dans des procédés industriels déjà efficaces : « methanol-to-

olefin » (MTO), « methanol-to-gasoline » (MTG), « methanol-to-hydrocarbons è (MTH). Dôautres 

procédés sont en voie de développement avancé. De ce fait, le méthanol est une des molécules à plus 

forte valeur ajoutée pouvant être synthétisée à partir du CO2. 

B.1 - Procédés chimiques  

La production synthétique, à partir de CO2, dôur®e et dôammoniac gazeux dôune part et de 

lôacide salicylique et de ph®nols dôautre part, sont deux proc®d®s de valorisation du CO2 déjà 

exploit®s ¨ lô®chelle industrielle.
3
 Le CO2 permet aussi dans certains cas de remplacer lôutilisation de 

produits toxiques tels que le monoxyde de carbone et le phosphogène (dichlorure de méthanoyle) 

lors de la synthèse du diméthylcarbonate (DMC). Le DMC peut également être produit à partir de 

CO2, de m®thanol et dôun catalyseur dôoxyde de zirconium ZrO2.
4
 Le CO2 est aussi utilisé comme 

oxydant doux dans des procédés en flux de CO2 supercritique (CO2 : P Ó 7,4 MPa, T Ó 31,1°C = 

scCO2) et peut améliorer la sélectivité de certaines r®actions dôoxydations sur des alkylaromatiques.
5
 

Une équipe de recherche toulousaine a récemment réussi à synthétiser du méthanol à partir de 

CO2 en utilisant comme catalyseurs des phosphoboranes. Ils atteignent des TurnOverNumber (TON, 
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nombre de mole de substrat convertis par mole de catalyseur avant sa désactivation) de 3000 et des 

TurnOverFrequencies (TOF, de mole de substrat convertis par mole de catalyseur et par unité de 

temps) de 853 h
-1

. Les rendements atteignent 99% avec la formation exclusive de CH3OBR2 ou 

(CH3OBO)3.
6
 

Le coke issue de différentes industries est reformée en pr®sence de m®thane et de vapeur dôeau 

en gaz synth®tique (appel® syngas, il contient au minimum 50% dôhydrog¯ne ainsi que du CO et du 

CO2) grâce à des catalyseurs à base de Nickel ou de Ruthénium. De nouveaux procédés de tri-

reformage permettent dôutiliser directement le syngas produit dans des proc®d®s industriels 

existants.
5
 Ainsi la production de m®thanol ¨ partir de syngas a ®t® possible mais sôeffectue ¨ des 

pressions et températures élevées (5-10 MPa, 250-300 °C) avec des rendements de 10-15% encore 

trop faibles pour rendre le procédé rentable.
7
 

Lôhydrog®nation directe du CO2 par H2 peut donner du méthanol mais nôest pas un proc®d® 

économiquement ou énergétiquement viable dans le sens où la production de H2 en amont pour les 

réactions dôhydrog®nation consomme beaucoup dôénergie. De plus, la production de H2 à partir 

dôhydrocarbure et lôapport de chaleur n®cessaire ¨ ces r®actions g®n¯rent du CO2.
8
 En revanche, des 

procédés électrochimiques ont permis la réduction électrocatalytique du CO2 en méthanol. Ce genre 

de procédé très énergivore a pu cependant être amélioré en combinant des nanoparticules de platine 

à une électrode ruthénium/carbone permettant dôaugmenter les rendements coulombiens de 35% ¨ 

75%.
9
 Des procédés photocatalytiques ont également été mis au point, du TiO2 anatase (la forme 

cristalline photoactive de lôoxyde de titane) a ®t® d®pos® sur un verre de Vycor et introduit dans une 

solution saturée en CO2. Sous irradiation UV, la production dôun m®lange de méthane, méthanol et 

monoxyde de carbone a été obtenue.
10

 De très bons rendements en conversion du CO2 ont été 

atteints en utilisant un photocatalyseur modifié par des sulfates (TiO2/SO4
2-

), permettant la formation 

majoritaire de 4 gaz CO, CH4, C2H4 et C2H6 mais aussi de carbonates, de formiate, de formaldéhyde, 

dôac®tald®hyde et de m®thanol qui sôadsorbent sur le photocatalyseur.
11

 G. Centi et ses 

collaborateurs ont démontré la faisabilité dôun photo®lectrosyst¯me bioinspir® permettant la 

réduction du CO2 en longues chaines carbonées (> C5) avec des protons issus de la dissociation de 

lôeau. Cette r®action est possible avec le couplage de lô®letror®duction du CO2 (en une étape) avec la 

photooxydation concomitante de lôeau dans un r®acteur PEC (PhotoElectroCatalytique) (Fig. 3).
12
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Figure 3 : Electroréduction du CO2 en pr®sence dôhydrog¯ne par photooxydation concomitante de 

lôeau.
12

 

La thermolyse permet la décomposition du CO2 sous l'action de la chaleur. Ce procédé repose 

sur la concentration du rayonnement solaire direct par des miroirs réfléchissants (héliostats). Les 

températures atteintes, de lôordre de 3 000ÁC r®duisent spontan®ment un oxyde de métal qui est 

ensuite réoxydé au contact du CO2 pour former du monoxyde de carbone.
13

 

Deux procédés de valorisation chimique du CO2 sont d®j¨ exploit®s par lôindustrie. Une startup 

américaine, Carbon Science, commercialise du syngas (H2, CO, CO2, méthanol) produit par tri-

reformage et indique que 95% de lôhydrog¯ne produit aux Etats Unis est obtenu par ce proc®d®. Une 

autre startup, Novomer, int¯gre jusquô¨ 50% de CO2 dans leur production de polymères 

(polypropylène carbonate et polyéthylène carbonate). 

B.2 - Procédés biotechnologiques  

La definition de la biotechnologie, selon lôorganisation de coop®ration et de d®veloppement 

économique (OCDE), est : « lôapplication des principes scientifiques et de lôing®nierie ¨ la 

transformation de matériaux par des agents biologiques pour produire des biens et services ».
14

 

Lôexploitation de lôing®nierie naturelle en catalyse permet des conditions de réaction à température 

et pression ambiantes. Le potentiel catalytique des enzymes peut largement être amélioré grâce à des 

modifications de leurs structures par biologie moléculaire, et peut permettre également de modifier 

leur stabilité et leur spécificité de substrat.
15

 Dôautres outils, comme lôimmobilisation des enzymes, 

augmentent encore leur capacité, les rendant de plus en plus attrayantes pour des applications 

industrielles.  
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Les catalyseurs naturels (les enzymes) sont en mesure de stocker le CO2 sous forme de divers 

produits à valeurs ajoutées. Plusieurs Instituts, dont Max Planck en Allemagne, travaillent sur des 

modifications génétiques de la protéine RuBisCO, responsable de la capture du CO2 par les 

organismes phototrophiques en absence de lumière.
16

 Lôenzyme formiate déshydrogénase 

immobilisée sur des fibres creuses de polyéthylène transforme le CO2 en acide formique.
17

 Un autre 

type dôenzyme, lôanhydrase carbonique immobilis®e dans une structure inorganique ¨ base de silice, 

permet de convertir le CO2 en bicarbonate ou de le stocker directement sous la forme de cristaux de 

calcite et de valérite.
18,19

 La conversion enzymatique du CO2 en biodiesel par une lipase a même été 

réalisée dans un système biphasique de CO2 supercritique et liquides ioniques.
20

 

Un procédé biotechnologique commercialisable doit pouvoir atteindre des taux de conversion 

(TON :TurnOverNumber) supérieurs à 8 000 mol produite par mol de catalyseur et des vitesses de 

réaction de lôordre de 0,1 à 1 mol produite par minute. Lôutilisation de mat®riaux biologiques pour la 

production de mol®cules ¨ valeurs ajout®es sôinscrit dans un nouveau type de technologie appel®e les 

biotechnologies blanches. 

  



INTRODUCTION GÉNÉRALE 

p. 9 

C - Les biotechnologies blanches  : les technologies du XXIème 

siècle 

C.1 - Généralité sur les biotechnologies blanches  

On classe souvent les biotechnologies selon leur domaine dôactivit® : biotechnologies rouges 

pour la production pharmaceutique, vertes pour lôam®lioration des plantes et des graines, bleues pour 

celles liées au domaine marin et blanches pour la production industrielle non pharmaceutique. Ces 

dernières reposent sur lôutilisation de syst¯mes biologiques (levures, bactéries, champignons, 

enzymes) dans la fabrication, la transformation ou la dégradation de molécules (Fig. 4). 

 

Figure 4 : Les couleurs des biotechnologies. Dôapr¯s OôDonohu et P.Monsan.
21

 

Lóavantage majeur des biotechnologies est la réduction des coûts de production grâce à 

lôutilisation de procédés plus économes en énergie (conditions douces), et la formation de produits à 

haute valeur ajoutée obtenus de façon sélective. Lôapplication industrielle de proc®d®s enzymatiques 

ou de fermentation est vue comme une alternative viable aux procédés chimiques actuels souvent 

réalisés dans des conditions énergivores et peu sélectives. Lôindustrie mondiale a commenc® ¨ 

sôint®resser aux biotechnologies dites ç blanches » depuis les années 1970 avec le développement 

des techniques de biologie moléculaire. Les organismes vivants tels que les bactéries ont alors pu 
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êtres améliorés pour servir lôindustrie chimique (production plus rapide, tolérance pour le produit 

désiré et limitation des sous-produits). Les deux chocs économiques de 1973 et 1979 ont largement 

contribué à leur développement de par le besoin de diversifier les sources de matière première trop 

souvent liées ¨ lôexploitation des hydrocarbures. Par exemple, après le premier choc pétrolier, le 

Brésil a d®velopp® la production dô®thanol synth®tique qui est pass®e de 5% ¨ 100% en 20 ans grâce 

à des processus de fermentation devenus rentables. Les procédés dôhydratation de lô®thyl¯ne (pour la 

formation dô®thanol synth®tique) deviennent eux aussi économiquement viables quand les cours du 

pétrole sont au plus hauts. Les biotechnologies blanches permettent la production de produits à haute 

valeur ajoutée telles que les molécules énergétiques (bioéthanol), les intermédiaires pour la chimie 

(synthons), les biopolymères et les biomatériaux (prothèses et implants). Certain procédés 

biocatalytiques permettent de simplifier significativement les procédés chimiques comme pour la 

synthèse de la Sitagliptine, un antidiabétique (Fig. 5).
22

 

 

Figure 5: La synthèse enzymatique de la Sitagliptine est plus efficace que sa synthèse chimique en 

termes de rendements et dô®nantios®lectivit® r®duisant la quantit® de d®chets tels que les 

métaux de transitions
22

  

De plus, même si les catalyseurs vivants (enzymes, bactéries, levures, champignons,..) doivent 

être régulièrement remplacés, les investissements nécessaires sont généralement inférieurs à ceux de 

lôindustrie chimique : infrastructures qui doivent supporter les conditions de haute pression et 

température, matières premières non renouvelables et/ou difficilement accessibles, nombreuses 

étapes de lavages et de purifications, toxicité de certains catalyseurs. 

C.2 - Catalyseurs enzymatiques  

Les enzymes sont des protéines qui présentent une activité catalytique spécifique. Elles réalisent 

les r®actions chimiques qui se produisent au cîur de lôorganisme qui les fabriquent. Les enzymes 
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sont généralement des catalyseurs plus sélectifs et plus efficaces que les catalyseurs synthétiques. Le 

nombre de mole de substrat transformé par mole de catalyseur et par unité de temps (TOF) est de 

lôordre de 10
3
-10

7 
s

-1
 pour les enzymes contre 10

-2
-10

2
 s

-1
 pour les catalyseurs chimiques.

23
 Les 

enzymes sont composées de plusieurs centaines dôacides amin®s liés entres eux par une liaison 

peptidique et elles sont structurées sur plusieurs niveaux : une structure primaire correspondant à 

lôencha´nement des acides amin®s apr¯s la traduction de lôARN par les ribosomes. Une structure 

secondaire correspondant à un enchaînement particulier dôacides aminés qui sôorganisent en hélices 

Ŭ ou en feuillet ɓ. Une structure ternaire correspondant au repliement final de la protéine formant 

ainsi la poche catalytique (le site actif), qui réalisera les réactions chimiques. Quelquefois, ces 

enzymes présentent également une structure quartenaire correspondant ¨ lôassociation dôune ou 

plusieurs structures ternaires ou à un repliement particulier de la protéine induit par un cofacteur ou 

effecteur enzymatique, comme cela est le cas pour des enzymes dites allostériques. Les enzymes que 

nous étudierons dans cette thèse sont des oxydoréductases (E.C.1) qui accompliront des 

transformations chimiques grâce à des cofacteurs (appelés aussi coenzymes) tel que NAD 

(nicotinamide adénine dinucléotide), FAD (flavine adénine dinucléotide), FMN (flavine 

mononucléotide), TPP (thiamine pyrophosphate). Les enzymes agissent à de très faibles 

concentrations comparativement aux catalyseurs chimiques. Elles permettent dôaugmenter les 

vitesses des réactions chimiques en stabilisant les états de transitions (Fig. 6). 

 

 

Figure 6 : Sch®ma de lôeffet de la stabilisation de lô®tat de transition dôune r®action chimique par les 

enzymes. 

Comme pour un catalyseur chimique, la baisse plus importante de lô®nergie dôactivation DG par 

les enzymes sôexplique par lôutilisation dôun chemin r®actionnel différent de celui de la réaction 

chimique. Lôenzyme retrouve sa structure initiale après la réaction catalytique. La baisse dô®nergie 

dôactivation par les enzymes est favorisée par : 
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1) la préorganisation des substrats dans le site actif de lôenzyme, 

2) la perte de degrés de liberté par confinement dans le site actif (effet entropique), 

3) un développement récent montre également lôimportance de lôeffet tunnel pour des enzymes 

de types déshydrogénases
24

 comme celles que nous utiliserons, 

4) des effets dynamiques de la structure tridimensionnelle de lôenzyme qui ont notamment lieu 

lors de catalyse, comme démontré pour lôenzyme formiate déshydrogénase
25

 que nous utiliserons 

notamment dans la biotransformation étudiée dans cette thèse. 

C.3 - Importance du cofacteur NADH  

Les trois enzymes qui seront utilisées dans cette thèse sont des déshydrogénases, elles ont la 

particularit® dôutiliser le m°me cofacteur, la nicotinamide ad®nine dinucl®otide qui peut appara´tre 

sous forme oxydée (NAD
+
) ou réduite (NADH, H

+ 
qui sera notée par la suite NADH) (Fig. 7)  

 

 

Figure 7 : Transfert dôhydrure et de proton entre les formes oxydés (NAD
+
) et réduites (NADH) du 

cofacteur enzymatique. 

Les deux formes du cofacteur coexistent ¨ lô®quilibre. La r®action dôoxydor®duction sô®quilibre 

par transfert de deux ®lectrons et de deux protons (Eq. 1), mais côest en r®alit® le transfert dôun 

proton et dôun hydrure qui a lieu. Ce sont les électrons placés en position 1 et 4 du cycle nicotinique 

(entourés sur la figure 8) qui permettent lôactivit® biologique du cofacteur, et seule la forme ɓ-1,4-

NADH où le cycle nicotinique est en position beta du ribose est biologiquement active. Ce cofacteur 
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enzymatique est naturellement produit à partir de la vitamine B3 au sein du noyau des cellules, la 

production industrielle du cofacteur NADH se fait soit par fermentation bactérienne
26

 soit à partir de 

levures.
27

 Ces procédés sont longs et coûteux, et donc, pour des raisons évidentes de rentabilité, le 

cofacteur doit être régénéré au cours de la réaction catalytique. 

La régénération chimique des cofacteurs produit diff®rents isom¯res (Ŭ-1,4-NADH, ɓ-1,6-

NADH, é) qui ne sont pas biologiquement actifs et vont agir comme des inhibiteurs enzymatiques 

en se fixant dans le site actif des protéines. Lorsque lôisom¯re ɓ-1,4-NADH se fixe dans le site actif, 

la protéine et le cofacteur forment alors un complexe capable dôaccueillir et de transformer les 

différents substrats. 

C.4 - La stabilisation des enzymes  

Les enzymes sont des macromolécules tridimensionnelles qui sont dynamiques. Leur structure 

possède des degrés de liberté qui leur permette une sorte de respiration leur conférant leurs 

propri®t®s catalytiques. Dans la cellule, lôenvironnement de lôenzyme est très important pour sa 

stabilisation, et donc son activit® catalytique. Lorsquôune enzyme est rendue inactive par un 

changement de conformation, elle est remplac®e par lôing®nierie de la cellule. En revanche, dans un 

procédé synthétique, les enzymes sont souvent d®natur®es ¨ cause de lôenvironnement non naturel 

dans lequel elles sont utilisées. Cette inactivation aura un impact direct sur les capacités catalytiques 

du système. Il est donc nécessaire de pouvoir stabiliser les enzymes pour éviter leur dénaturation. Il 

existe différentes méthodes de stabilisation des enzymes et notamment par différentes techniques 

dôimmobilisation dans diff®rents type de supports organiques ou inorganiques qui seront d®crites 

dans le chapitre 4. En 2009, U. Hanefeld et ses collaborateurs ont détaillé les paramètres importants, 

à prendre en compte lors de lôimmobilisation des enzymes (Fig. 8).
28

 

Enzyme 

o taille de la structure quaternaire biologiquement active 

o souplesse de conformation spatiale nécessaire au mécanisme enzymatique 

o point isoélectrique 

o fonction chimique de surface et densité de charge 

o stabilit® dans les conditions dôimmobilisation 

o présence de parties hydrophobe ou hydrophile 

o présence de cofacteurs 

Support  

o organique ou inorganique 

o hydrophile ou hydrophobe 

o charges de surface 
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o fonctionnalisation de la surface 

o stabilité chimique et mécanique 

o surface spécifique 

o porosité ou taille de particules 

o co¾t de lôimmobilisation 

Facteurs sp®cifiques ¨ lôactivit® enzymatique 

o solvant dans lequel est réalisé la réaction 

o limitation par diffusion 

o inhibition de lôenzyme (effet de pH locaux, surconcentration des r®actifs ou produits) 

o précipitation des produits de réaction 

o viscosité du milieu 

Figure 8 : Param¯tres ¨ prendre en compte lors dôune immobilisation dôenzyme dôapr¯s U. Hanefeld, 

2009. 

Lôimmobilisation permet de palier ¨ lôinstabilit® de certaines enzymes dans des conditions non 

naturelles de réaction. Les capacités catalytiques des enzymes peuvent même quelquefois être 

am®lior®es gr©ce au macroenvironnement cr®® par le processus de dôimmobilisation, comme nous le 

verrons par la suite pour la réaction en cascade des trois enzymes déshydrogénases utilisées dans 

cette thèse. 

C.5 - Cascade multienzymatique  

Les réactions en cascades, en tandem ou encore en domino sont connues en synthèse organique 

comme une succession de réactions intermoléculaires rendues possibles grâce à de nombreuses 

fonctionnalités chimiques proches, comme dans la réaction de cycloaddition de Diels Alder. En 

biologie, les réactions en cascade sont souvent rencontrées in-vivo et représentent une succession de 

réactions enzymatiques permettant lôutilisation et la d®gradation de mol®cules in-vivo. Dans les 

voies métaboliques, plusieurs enzymes travaillent ensemble pour réaliser des réactions en cascade 

(glycolise, cycle de Krebs, é) qui peuvent °tre reproduites in-vitro. Certains procédés de synthèse 

chimique int¯grent lôutilisation en cascade dôenzyme pour la production de mol®cules 

pharmaceutiques ou dans des processus de synthèse en chimie fine. Des enzymes pour des réactions 

en cascade sont ®galement utilis®es pour des applications dans lôindustrie alimentaire, les 

biodétecteurs et les cellules de production de biocarburant.  

Ces r®actions en cascade en biochimie sont d®finies comme la combinaison dôau moins deux 

enzymes dans le même pot réactionnel. Elles ont étés classifiées en quatre catégories.
29

 Les cascades 

linéaires où un substrat unique est transformé via plusieurs intermédiaires en un produit ; les 

cascades dites orthogonales o½ lôaction coupl®e dôune enzyme permet la r®g®n®ration des cofacteurs 

ou lô®limination de sous-produits ;  les cascades parallèles où deux  enzymes réalisent des réactions 
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coupl®es par lôutilisation dôun cosubstrat ou cofacteur, et les cascades cycliques. Lôutilisation de 

telles cascades peut alors permettre de déplacer les équilibres réactionnels de certaines enzymes 

lorsquôelles sont coupl®es ¨ des syst¯mes irr®versibles. S. Schoffelen et J.C.M Van Hest ont 

récemment rationalisé les différentes méthodes utilisées pour mettre en place ces cascades 

enzymatiques.
30

  

De grands Instituts ont compris lôavantage de tels syst¯mes et d®veloppent des cascades 

enzymatiques dôint®r°t pour la sant®. Le MIT d®veloppe notamment des nanocapsules multi-

enzymatiques pour le traitement du diabète.
31

 LôUCLA a mis au point un complexe trienzymatique 

structur® au moyen dôun template dôADN qui permet le sevrage alcoolique.
32

 

La plupart des publications concernant des cascades enzymatiques ne font cependant que très 

rarement ®tat dôoptimisation rationnelle. Des ®quipes de chercheurs tentent de mettre au point des 

mod¯les math®matiques permettant dôexpliquer les cin®tiques de transformation in-vivo.
33

 Ce sont 

ces mod¯les quôil faudrait appliquer aux transformations in-vitro afin dôoptimiser ces bioproc®d®s 

synthétiques. 
34, 35

 La bioconversion du CO2 en méthanol que nous avons étudié dans cette thèse est 

un des exemples de cascades enzymatiques pour laquelle aucune optimisation rationnelle nôa encore 

été expérimentée et/ou étudiée. 

C.6 - Bioconversion du CO2 en méthanol  

En 1976, lôallemand Rusching d®couvre quôune enzyme particuli¯re, la formiate 

déshydrogénase (FateDH) peut convertir le CO2 en formiate.
36

 En 1999, R. Obert et B.C. Dave 

combinent cette enzyme avec une formaldéhyde déshydrogénase (FaldDH) et une alcool 

déshydrogénase (YADH) immobilisées dans un sol-gel classique de silice et réussissent la réduction 

enzymatique en cascade du CO2 en méthanol (Fig. 9).
37

 Bien que cette réaction soit 

thermodynamiquement défavorisée, sa faisabilité sera prouvée en 2010 par F.S. Baskaya et son 

équipe.
38
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Figure 9 : Bioconversion du CO2 en méthanol par trois déshydrogénase
37

.  Les protons et électrons 

nécessaires aux réactions de réduction sont fournis par le cofacteur NADH. 

En 2002 et 2007, B.C. Dave, seul puis avec lôaide de ses collaborateurs, apportent une 

amélioration à cette synthèse en utilisant soit un photosystème nommé PSII, soit une enzyme (lactate 

déshydrogénase) pour régénérer le NADH.
39, 40

 En 2002, Z.Y. Jiang et ses collaborateurs reprennent 

le travail préliminaire de B.C. Dave
37

 et montrent lôimportance dôimmobiliser les trois 

déshydrogénases dans un support inorganique adapté. Ils apportent ainsi plusieurs améliorations 

jusquôen 2009, notamment en encapsulant les enzymes dans des nanoparticules de TiO2 structurées 

par des amines. Ils nôont pas ®tudi® la r®g®n®ration du cofacteur.
41-47

 En 2008, B. El-Zahab et ses 

collaborateurs ont travaillé sur le même procédé en stabilisant le cofacteur et les enzymes par 

greffage covalent sur des microparticules de polystyrène. Ils ont montré que les particules pouvaient 

°tre r®utilis®es jusquô¨ onze fois en conservant 80% de leur productivit® dôorigine.
48

 En 2012, A. 

Dibenedetto et ses collaborateurs ont décrit un moyen de régénération photochimique différent du 

cofacteur pour ce proc®d®, qui implique lôutilisation de nanoparticule ZnS-A.
49

 

A noter quôen 2011, la réduction du CO2 en méthanol a également pu être catalysée en utilisant 

une enzyme différente (anhydrase carbonique) qui augmente les rendements de réduction quand elle 

est couplée à un système électrochimique.
50

 

Dans cette thèse nous allons reprendre le système enzymatique en cascade de .C. Dave et le 

rationaliser en étudiant les enzymes séparément, puis par deux, puis par trois, en examinant 

lôinfluence du cofacteur et du syst¯me de stabilisation. Le schéma présenté Figure 10 résume les 

différents points abordés au cours de ce travail de th¯se qui ont permis dôoptimiser le proc®d® 

biocatalytique de conversion du CO2 en méthanol. 

Le chapitre 1 (méthodes analytiques) décrit lô®tude men®e afin de pouvoir analyser les 

différentes réactions enzymatiques mises en jeux. Du CO2 au méthanol, en passant par les 

intermédiaires de la cascade enzymatique formiate et formaldéhyde, et les cofacteurs enzymatiques 

NADH et NAD
+ 

(Fig. 9), chacun des composés chimiques à été soumis à une batterie de tests de 

détection afin de pouvoir trouver la méthode de quantification la plus précise. Les méthodes 

dôanalyses physico-chimiques pour la caractérisation des matériaux et des systèmes biologiques 

utilisés sont également expos®es. Lô®tude des syst¯mes biologiques utilis®s est pr®sent®e dans le 

chapitre 2. Dans ce chapitre nous décrivons le procédé de conversion du CO2 en méthanol, son 

optimisation rationnelle, et les différentes méthodes de régénération du cofacteur NADH. Le 
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chapitre 3 ne concerne que lô®tude des nanocapsules poreuse de silice NPS, leur mode de formation 

et le rôle des composants qui les structurent. Le dernier chapitre de ce travail de thèse concerne 

lôoptimisation du proc®d® biocatalytique, lôutilisation du sol-gel initialement utilisé pour 

lôimmobilisation de la cascade enzymatique et lôimmobilisation dans un monolithe y est testée. Nous 

avons ®tudi® lôinfluence de la stabilisation des enzymes par le matériau décrit chapitre 3 et cherché 

de nouvelles mises en forme du bioproc®d® afin dôatteindre les meilleures productivités pour la 

bioconversion du CO2 en méthanol.  

 

Figure 10 : Plan du manuscrit de thèse concernant la conversion du CO2 en MeOH par un système 

multienzymatique encapsulés dans des nanocapsules de silice. 
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I.1 - Quantification des  systèmes biologiques  

Les méthodes analytiques adéquates doivent être développées pour quantifier à la fois la 

quantit® dôenzymes actives utilis®es dans la conversion du CO2 en méthanol et la quantité de chaque 

sous-produit formés (formaldéhyde, formiate). Des seuils de détection et de quantification bas 

doivent être accessibles par les méthodes choisies, le probl¯me majeur survenant lors de lôutilisation 

de syst¯mes biologiques est lôapproximation visant ¨ penser que les enzymes sont des catalyseurs 

similaires à ceux employés en chimie.
24

 La complexité des systèmes biologiques commerciaux 

nécessite de connaître précisément la teneur en protéines actives dans les poudres enzymatiques 

commerciales et leur activit® qui peut varier dôun lot ¨ lôautre. 

I.1.1 - Quantification des protéin es 

Les enzymes responsables de la conversion du dioxyde de carbone en méthanol utilisées au 

cours de ce travail (formiate déshydrogénase, formaldéhyde déshydrogénase et alcool 

déshydrogénase) ont été obtenues auprès du fournisseur industriel Sigma-Aldrich©. La quantité en 

masse de protéines contenue dans les poudres commerciales dépend de la qualité de production des 

différents lots. Dans un souci de reproductibilité, nous nous sommes efforcés de quantifier et de 

caract®riser les lots dôenzymes utilis®s. Une enzyme est caractérisée par son poids moléculaire et son 

activité spécifique U qui représente la quantité de substrat transformé en µmole par minute. Il existe 

des tests mesurant ces activités spécifiques donnés par les fournisseurs, cependant les conditions de 

réaction utilisées sont parfois éloignées des conditions de fonctionnement optimales de lôenzyme 

(concentrations en substrats inférieures aux concentrations saturantes). Pour chacune des trois 

enzymes, nous avons donc ®labor® notre propre test dôactivit® sp®cifique bas® sur lô®tude des 

constantes dôaffinit®s r®alis®e sur les trois enzymes de la biotransformation. 

Afin de déterminer la quantité réelle de protéines présentes dans les lots commerciaux, nous 

avons utilisé deux types de méthodes de dosages diff®rents. Deux m®thodes indirectes par ajout dôun 

agent chimique, et une m®thode par mesure directe dôabsorbance. Les deux systèmes de 

quantification indirecte utilis®s, par complexation de lôacide bicinchoninique (BCA) et par le réactif 

de Bradford
51

, nous ont permis de quantifier les lots dôenzyme commerciaux. La méthode de dosage 

directe, basée sur la mesure dôabsorbance ¨ 280 nm (lmax protéines), nous a permis de doser la 

protéine recombinante que nous avons produite au sein du laboratoire, la phosphite déshydrogénase 

servant à régénérer le cofacteur NADH. 
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I.1.1.1 - Méthodes indirectes  

Les premières méthodes de dosage développées, par ajout de biuret et par la méthode de 

Lowry
52

 sont longues, fastidieuses, consomment beaucoup de matériel et présentent des 

incompatibilités avec certains sels. La composition précise des lots dôenzymes commerciaux étant 

inconnue, la quantification des protéines doit se faire en comparant des méthodes différentes.  

I.1.1.1.1 - 0ÁÒ ÒïÁÃÔÉÏÎ ÁÖÅÃ ÌȭÁÃÉÄÅ ÂÉÃÉÎÃÈÏÎÉÎÉÑÕÅ ɉ"#!Ɋ 

La m®thode par ajout de BCA nous permet de quantifier rapidement les lots dôenzymes 

commerciaux. Ce test colorimétrique est une amélioration de la méthode de Lowry qui repose sur la 

réduction dôions cuivriques Cu
2+

 en ions cuivreux Cu
+
 par les liaisons peptidiques des enzymes. 

Lôion cuivreux est ensuite ch®lat® par lôacide bicinchoninique pour former un complexe qui absorbe 

fortement à 562 nm (Fig. 11). Paul Smith et ses collaborateurs
53

 ont réalisé les deux étapes du 

dosage en une seule étape et le complexe coloré formé est stable plusieurs heures, contrairement à la 

méthode de Lowry. Cette méthode est utilisée pour doser de faibles concentrations de protéines (0,2 

mg.L
-1

 à 200 mg.L
-1

) de manière rapide et par simple lecture dôabsorbance. 

 

Figure 11 : Principe de dosage des prot®ines par lôacide bicinchoninique. 

La variation du coefficient de réponse entre différentes protéines étalons est minime, nous avons 

utilisé lôalbumine de s®rum bovin (BSA) comme protéine de référence pour calibrer 

systématiquement tous les dosages. La méthode de dosage BCA nôinterf¯re pas avec dôautres 

substances provenant de la production des lots dôenzymes commerciaux comme les détergents 

(SDS), les lipides ou les acides nucléiques. Cependant, elle est inad®quate en pr®sence dôagents 

réducteurs ou chélatants. 
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I.1.1.1.2 - Par réaction avec le réactif de Bradford.  

Ce type de dosage nous a servi à déterminer les concentrations de protéines après leur 

purification. Développée par M.M. Bradford
51
, côest la m®thode la plus utilis®e, car la plus simple et 

la plus rapide. Elle repose sur lôinteraction dôune mol®cule pigment, le « Bradford Coomassie 

brilliant blue G-250 protein-binding dye », avec les chaînes latérales dôacides amin®s. La 

complexation de lôagent chimique se fait par interactions basiques, hydrophobes ou de Van der 

Waals, principalement avec les acides aminés arginine, histidine et lysine (Fig. 12-b). Le maximum 

dôabsorption à 465 nm de la molécule pigment (Fig. 12-a) est alors déplacé à 595 nm. 

 

Figure 12 : (a) Mol®cule pigment appell®e òBradford Coomassie brill iant blue G-250 protein-binding 

dyeò. (b) Acides amin®s complexant principalement avec la mol®cule pigment.  

Le nombre de molécules pigments complexées est proportionnel au nombre de charges positives 

sur la protéine. Cependant cette proportionnalité est restreinte à une gamme de concentrations 

limitée (15 à 1 400 mg.L
-1

) et interfère avec les détergents mais pas avec les sels ou les agents 

réducteurs. 
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I.1.1.2 - Méthodes directes  

Les protéines absorbent dans le domaine des UV, ce sont en fait les acides aminés spécifiques et 

les liens peptidiques qui absorbent la lumière UV, les protéines peuvent donc être quantifiées par 

simple lecture dôabsorbance. Les acides aminés aux résidus aromatiques (tryptophane, phénylalanine 

et tyrosine) absorbent fortement dans la région 260-280 nm. Leurs propri®t®s dôabsorbance peuvent 

être utilisées pour quantifier une concentration de protéine
54

 soit par comparaison avec une courbe 

standard, soit gr©ce au coefficient dôabsorption molaire sp®cifique de la prot®ine (ὑ). Le coefficient 

dôabsorption (ὑ) peut être calculé à partir de la séquence nucléotidique de la prot®ine au moyen dôun 

programme informatique (ProtParam) développé par E. Gasteiger et ses collaborateurs
55

 qui est 

disponible sur le portail de ressources bioinformatiques de lôinstitut bioinformatiques suisse (SIB).
56

 

Si la s®quence dôacides amin®s de la prot®ine est connue, le coefficient dôabsorption peut °tre calcul® 

gr©ce ¨ lô®quation 1 :
54

 

‐ - ȢÃÍ  Π4ÒÐυυππ Π4ÙÒρτωπΠ#ÙÓρςυ 

Equation. 1 : Calcul du coefficient dôextinction molaire dôune prot®ine (en L mol
-1

 cm
-1

) à partir du 

nombre dôacides amin®s triptophane (#Trp), tyrosine (#Tyr) et cyst®ine (#Cys) qui la 

composent. 

Une fois le coefficient dôabsorbance d®termin®, il suffit de lôutiliser dans la relation de Beer-

Lambert (Eq. 2) : 

Abs280nm = ὑ280nm l C 

Equation. 2 : Equation de Beer Lamber. 

La relation de Beer Lambert relie lôabsorbance dôune solution de prot®ine ¨ une longueur 

dôonde sp®cifique (Abs280nm) et sa concentration (C, en mol.L
-1

) avec ὑ étant le coefficient 

dôextinction molaire exprim® en L.mol
-1

.cm
-1

 et l la longueur du trajet optique en cm. Cette méthode 

de dosage permet de déterminer la concentration dôune solution de protéines (dont la composition 

exacte est connue) de 20 à 3 000 mg.L
-1

. Lôabsorbance ¨ 205 nm peut ®galement °tre utilis®e. Cette 

m®thode de quantification est bas®e sur lôabsorbance du lien peptidique.
57

 Nous nôavons pas utilis® 

cette technique car beaucoup de produits chimiques organiques absorbent également dans cette 

r®gion des longueurs dôondes, le dosage est peu fiable. Les propriétés de fluorescence dôun agent 

chimique (le réactif NanoOrange®) qui se complexe à des protéines solubilisées par un détergent, 

permettent une quantification de 10 ng.mL
-1

 à 10 µg.mL
-1

.
58

 La quantification par fluorescence grâce 

aux r®sidus dôacides amin®s tryptophane, tyrosine, et ph®nylalanine est ®galement possible sur une 
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plus petite gamme de concentration (5-50 µg.L
-1
), mais le rendement quantique dôabsorption de la 

lumi¯re est faible, et le temps de vie dô®mission de fluorescence court. 

I.1.1.3 - Calibration des méthodes utilisées  

La méthode de Bradford est simple et rapide. Une gamme étalon constituée de la protéine BSA 

(albumine de s®rum bovin) est pr®par®e ¨ diff®rentes concentrations dans 300 ÕL dôun tampon 

phosphate de potassium (0,1 M, pH 7). Un volume équivalent de solution commerciale du réactif de 

Bradford (DCÊ Protein Assay, BioRad), pr®alablement dilu® vingt fois dans de lôeau distill®e, est 

ajouté aux échantillons. La réaction se déroule à température ambiante pendant 15 à 20 minutes. Les 

diff®rents ®chantillons sont ensuite dilu®s dans lôeau distill®e pour avoir des absorbances < 1 qui sont 

mesurées à 595 nm (Fig. 13-a). Le dosage par la méthode BCA est similaire, le réactif commercial 

(Micro BCAÊ Protein Assay Kit, Thermo Scientific) est compos® de trois solutions (un tampon 

carbonate/tartrate, lôacide bicinchoninique et le cuivre sous forme de CuSO4) qui sont mélangées 

dans les proportions pr®cis®es par le fournisseur juste avant dô°tre utilis®es. Le r®actif color® est 

ajouté aux échantillons et la réaction se fait pendant vingt minutes à 60 °C. Les différentes solutions 

sont laissées refroidir et sont diluées dans de lôeau pure pour avoir des absorbances < 1 qui sont 

mesurées à 565 nm (Fig. 13-b). 

 

Figure 13 : Calibration du dosage de protéines. (a) Méthode de Bradford. (b) Méthode BCA (acide 

bicinchoninique). 

La m®thode de quantification par lôacide bicinchininique (BCA) permet un seuil de détection de 

protéines de 0,5 mg.L
-1

 et un seuil de quantification de 5 mg.L
-1

. Cette méthode est propice à la 

détermination de faibles concentrations de protéines même en présence de détergents tout en 

conservant une bonne reproductibilit®. Nous lôavons utilis®e pour d®terminer la concentration de 
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solutions de protéines commerciales. La méthode de Bradford permet un seuil de détection de 

protéines de 5 mg.L
-1

 et un seuil de quantification à 15 mg.L
-1

. Cette méthode est propice à la 

détection de protéines plus concentrées qui ne contiennent pas de tensioactifs. Nous nous en sommes 

servis pour déterminer la concentration de protéines après leur purification sur une colonne 

dôexclusion st®rique. 

La d®termination de prot®ines par mesure dôabsorbance en UV est possible seulement si la 

solution dans laquelle est contenue lôenzyme est parfaitement d®finie, c'est-à-dire que la 

concentration de toutes les espèces absorbant en UV est parfaitement définie. De nombreux 

compos®s chimiques absorbent dans la r®gion UV, si la solution de r®f®rence nôest pas correctement 

déterminée, des erreurs importantes de quantification peuvent survenir. Seule lôenzyme phosphite 

déshydrogénase (PTDH), produite au sein du laboratoire, a été quantifiée par UV. Elle a été purifiée 

et stockée dans un tampon spécifique dont nous nous sommes servis comme solution de référence 

pour les mesures dôabsorbance ¨ 280 nm. Nous ne nous sommes pas servis des méthodes de 

quantification par mesure dôabsorbance ¨ 205 nm ou par des mesures de fluorescence. 

I.1.2 - Caractérisation des autres systèmes biologiques  

Les enzymes utilisées au cours de ce travail ne proviennent pas toutes de fournisseurs 

industriels et ne sont pas toutes libres en solution. Nous avons dû caractériser une enzyme que nous 

avons produit au sein du laboratoire, la phosphite déshydrogénase et quantifier la quantité de 

protéines contenue dans les biomatériaux que nous avons synthétisés. 

Au cours de ce travail, nous avons aussi dû caractériser des chloroplastes utilisés pour la 

r®g®n®ration du cofacteur NADH. Lôutilisation du photosyst¯me PSII a en effet ®t® propos® par B.C. 

Dave dans son brevet de 2002.
39

  

I.1.2.1 - Le photosystème naturel (PSII)  

Les chloroplastes extraits de feuilles dô®pinard Spinacia oleracea pour la régénération du 

cofacteur NADH sont des systèmes complexes. Ils sont rapidement quantifiés grâce à la quantité de 

chlorophylles quôils contiennent.
59

 Il existe deux types de chlorophylles chez les végétaux 

supérieurs, la chlorophylle a et la chlorophylle b, qui ont des spectres dôabsorbance en UV-Vis 

différents (Fig. 14). 
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Figure 14: (a) Structure moléculaire des deux types de chlorophylle présentes dans les végétaux 

sup®rieurs. (b) Spectres dôabsorbances des chlorophylles a (trait plein) et des 

chlorophylles b (trait t irets) de 350 à 750 nm. 

Robert Porra a développé une équation permettant de quantifier distinctement les chlorophylles 

a et b contenues dans les plantes (Eq. 3).
60

 

a) ὅὬὰ ὥ ρςȟςυ ὃὦίφφσ ςȟτυ ὃὦίφτυ 

b) ὅὬὰ ὦ ςπȟσρ ὃὦίφτυ τȟωρ ὃὦίφφσ 

c) ὅὬὰ ὥ ὅὬὰ ὦ ρχȟχφ ὃὦίφτυ χȟστ ὃὦίφφσ 

Equations 3 : Equations permettant le calcul des concentrations de chlorophylles a (éq. 3, a) de 

chlorophylles b (®q. 3, b) ou de chlorophylles total (®q. 3,c) ¨ partir dôun extrait naturel 

dans une solution dôac®tone ¨ 80% par simple lecture dôabsorbance. 

La suspension de chloroplastes est dilu®e dans une solution dôac®tone ¨ 80% (v/v) et les valeurs 

dôabsorbance ¨ 663 nm et 645 nm sont relevées. La relation prenant en compte la concentration des 

chlorophylles a et chlorophylles b permet de quantifier la quantit® de chlorophylles totale de lôextrait 

en µg.mL
-1

. 

La quantité de chlorophylles présente dans les extraits thylakoïdes dépend de facteurs non-

contr¹lables dont lôensoleillement de la plante pendant sa p®riode de croissance. En ®t®, la plante 

synth®tisera plus de chlorophylles pour lui permettre de mieux capter lô®nergie solaire. Cette 

méthode de quantification de chlorophylles permet de quantifier la quantité de photosystème global 

utilisé. Dans notre réaction pour une bonne reproductibilité, la quantification exacte des 

photosystèmes (PSI et PSII) présents dans les membranes thylakoïdes devrait se faire par des 

extractions et des dosages beaucoup plus longs, ce qui nôest pas n®cessaire car le photosyst¯me actif 
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dans notre réaction est un système complexe (PSII, PSI, cytochrome, ferrodoxine, ..) quantifiable par 

le taux de chlorophylle. 

I.1.2.2 - Quantification d es protéines  dans les nanoparticules de silice  

I.1.2.2.1 - Méthode 

Nous avons lavé les nanoparticules de silice contenant les protéines directement en fin de 

synthèse. Les enzymes nôayant pas ®t® encapsul®es restent dans les surnageants de lavage. Les 

particules qui précipitent dans le tube de synthèse sont séchées par lyophilisation. Lô®chantillon est 

congelé à -80 °C pendant 40 à 60 minutes puis transféré dans un lyophilisateur Heto PowerDry® 

LL1500 relié à une pompe Adixen Série I (2 étages 2005 I) permettant dôatteindre un vide moyen de 

2.10
-3

 mBar et laissé une nuit. Les protéines présentes dans les surnageants de lavage sont dosées 

après purification du surnageant sur une colonne dôexclusion stérique. Les enzymes utilisées sont 

trop grosses pour entrer dans les pores du gel utilisé et elles sont rapidement éluées. Les composés 

chimiques ayant servi à la synthèse des nanoparticules et pouvant se retrouver dans le surnageant des 

synthèses sont retenus plus longtemps dans la colonne (Fig. 15). 

 

Figure 15 : (a) Schéma simplifié du principe de la chromatographie d'exclusion stérique. Le 

chromatogramme représente la séparation de 3 composés de tail les différentes en solution. 

(b) Les molécules ayant le plus grand volume hydrodynamique (1) arrivent en tête, suivies 

des molécules plus petites (2) et (3). 

Le profil dô®lution des protéines (Fig. 15-b) est obtenu par d®p¹t en t°te de colonne dôune 

solution connue de poudre commerciale. Les fractions collectées sont séparées en échantillons qui 

sont ensuite dosés quantitativement par la méthode de Bradford. La quantité de protéines des 

différentes fractions permet de connaître la concentration de protéines dans le surnageant et, par 
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différence, la quantité de protéines restant dans le matériau. En connaissant la masse de matériau 

synthétisé, on peut alors déterminer le taux de chargement des protéines dans le matériau (Eq. 4). 

a) ὩὲᾀώάὩί  
В  ȟ 
ȟ 

® ®
 

b) •  
 

ρππ 

c) ὸὥόὼ ὨὩ ὧὬὥὶὫὩάὩὲὸ  

ï  ï ®

 

Equation. 4 : Calcul de la concentration de protéines du surnageant (éq.4, a), du taux 

dôencapsulation (•) qui est calculé par rapport à la quantité de protéines initiale utilisée 

pour la synthèse (éq. 4, b) et du taux de chargement des protéines dans les nanocapsules 

(éq. 4, c). 

I.1.2.2.2 - Application  

Nous avons quantifié les protéines contenues dans les nanoparticules de silice par différence 

entre la quantité de protéines utilis®es pour lôencapsulation et la quantit® de protéines restante dans 

le surnageant après centrifugation et dans les eaux de lavage. Ces différentes eaux sont combinées et 

pass®es sur colonne dôexclusion st®rique (Gel Sephadex® G25-Medium : polym¯re ramifi® dôunit®s 

glucosidiques excluant toutes molécules de masse molaire supérieure à 5 000 g.mol
-1

) pour ne 

récupérer que les protéines. La colonne est préparée selon le protocole décrit par le fournisseur, le 

gel de dextrane est gonflé dans un tampon à 90 °C pendant 1 heure, chargé dans une colonne simple 

et laissé équilibr® jusquô¨ retour à température ambiante. La colonne contenant 10 mL de solution de 

particules de dextrane complètement gonflées est équilibrée par passage de 200 mL de tampon 

(phosphate de potassium 0,1 M, pH 7) à une vitesse de 10 mL.min
-1

. Le profil dôélution des 

protéines utilisées (Fig. 16-b) est obtenu par d®p¹t de 200 ÕL dôune solution contenant les 4 

enzymes (FateDH, FaldDH, YADH, PTDH) dans les quantités utilisées initialement dans 

lôencapsulation. Les protéines sont quantifiées par la méthode de Bradford (Fig. 16-a). 
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Figure 16 : (a) Courbe de calibration des protéines étalonnée par la méthode de Bradford. (b) Profil 

dô®lution des prot®ines sur colonne dôexclusion Sephadex® G25-Medium. 

Les enzymes contenues dans les surnageants de synthèses sont séparées de la même manière, les 

profils dô®lution sont compar®s ¨ celui de référence de contenance maximale. Les enzymes sont 

éluées avec 10 mL de solution tampon à 5 mL.min
-1

, des fractions de 0,5 mL sont collectées et la 

colonne est rincée par passage de 10 mL de solution tampon supplémentaire. Les différentes 

fractions sont dosées par le réactif de Bradford, la BSA étant utilisée comme protéine de référence 

pour la courbe de calibration (Fig. 16-b). Les protéines sont éluées entre 2,5 mL et 4,3 mL.  

I.1.2.3 - Pureté des enzymes 

Lô®lectrophor¯se en gel de polyacrylamide au laurylsulfate de sodium (SDS-PAGE) nous a 

permis de v®rifier la puret® de lôenzyme que nous avons produite au cours des ®tapes de sa 

production. La protéine surexprimée au sein du laboratoire, la phosphite déshydrogénase, a été 

purifi®e par chromatographie dôaffinit® sur colonne de nickel. Les étapes de purification et 

la pureté des échantillons, à plusieurs étapes de la production sont contrôlées 

par SDS- PAGE.61
 Pendant la préparation des échantillons les protéines sont dénaturées par 

chauffage à 95 °C et se dissocient en sous-unités. Le SDS est ajouté, car il se complexe aux 

différentes sous-unités par interactions hydrophobes, ce qui confère une charge négative aux 

protéines. Les protéines sont chargées sur un gel de polyacrylamide à 12% et  sont ensuite séparées 

sous l'action d'un champ électrique constant (120 V) qui les fait migrer dans le réseau 

tridimensionnel du gel de polyacrylamide. Les protéines sont ensuite colorées pendant 1 

heure par une solution au bleu de Coomassie, une  solution dΐéthanol acidifiée 

permet la  décoloration du gel de polyacrylamide . Les détails techniques de 
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compositions du gel et des différentes solutions utilisées sont décrits en 

annexe. Les poids moléculaires des protéines sont estimés par rapport au 

marqueur de taille  utilisé (Fig. 17).  

 

Figure 17 :  Standards de poids moléculaires (Cruz Marker
TM

) montrant le panel de marqueurs 

complets (A) et les marqueurs individuels de 132 kDa (B), 90 kDa (C), 55 kDa (D), 43 kDa 

(E), 34 kDa (F) et 23 kDa (G). 

I.1.3 - Dosage des intermédiaires chimiques de la cascade enzymatique  

Le dioxyde de carbone est réduit successivement en formiate puis en formaldéhyde et enfin en 

méthanol. Chacune de ces transformations implique des enzymes qui, en même temps, vont oxyder 

le cofacteur NADH en NAD
+
. Cinq différentes molécules (CO2, formiate, formaldéhyde, méthanol, 

NAD
+
, NADH) doivent donc être quantifiées afin de définir toute la cascade enzymatique. 

I.1.3.1 - Le CO2  

Le dioxyde de carbone est peu soluble dans lôeau pure. Comme tous les gaz, sa solubilit® 

diminue avec la température et la force ionique, et augmente avec la pression.
62

 Sous basse pression 

(Ò 0,5 MPa), la solubilit® du dioxyde de carbone suit la loi de Henry. En milieu aqueux, le CO2 est 

hydrat® et forme une petite proportion dôacide carbonique qui peut entraîner une variation de pH de 

la solution (constante dóhydratation du CO2 dans lôeau pure : Kh = 2,5 10
-4

).
63

 Lorsque le CO2 

gazeux est solubilisé dans un milieu tamponné (pH > 5), il se décompose en bicarbonate et 

hydrogénocarbonate en fonction du pH de la solution. De la même façon, une solution de carbonate 

de sodium ou potassium acidifiée (pH < 6) entraînera la formation majoritaire de dioxyde de carbone 

gazeux dissous dans lôeau (Fig. 18). 
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Figure 18 : Répartition des espèces carbonatées dans un mil ieu tamponné en fonction du pH de la 

solution. 

La quantification du CO2 gazeux pr®sent dans lôeau est possible par analyse de lôespace gazeux 

après acidification de la solution, en chromatographie en phase gazeuse (CPG) avec une détection 

par conductivité thermique (TCD) ou par ionisation de flamme après méthanation (FID). Ce type 

dôanalyse nôest pas propice à une étude cinétique (arrêt de la réaction, traitement analytique long et 

fastidieux). Dôapr¯s Ansorge-Schumacher et ses collaborateurs, il est possible de suivre lô®volution 

des concentrations de CO2 gazeux dans lôeau par mesures de pression.
64

 Bien que cette méthode soit 

moins pr®cise quôune analyse en CPG, lôactivit® dôune enzyme produisant du dioxyde de carbone a 

pu être observée en temps réel pendant quatre heures. En Australie, S. Satienperakul et ses 

collaborateurs ont mis au point un procédé de détection du CO2 en flux fermé avec une fiabilité de 

95% par rapport à une analyse CPG couplée à un détecteur TCD.
65

 Floate et Hahn ont montré que la 

détection simultanée du CO2 et de O2 dans un solvant non-aqueux est possible grâce à la mise au 

point dôun capteur ®lectrochimique.
66

 Les gaz présents dans une solution de diméthylsulfoxide 

(DMSO) sont r®duits sur une micro®lectrode dôor (commercialement disponible), entraînant des 

variations de courant détectées par chrono-ampérométrie et voltamétrie cyclique. Le CO2 possède 

une bande de vibration caractéristique en infrarouge (IR) qui peut être détectée avec un laser IR en 

cascade.
67

 Ce rayonnement, couplé à un détecteur mercure cadmium tellurite (MCT) permet la 

détection spécifique du CO2 dissous avec une précision maximale de 39 mg L
-1

 (0,0008 mol L
-1

). 

Nous nôavons pas pu nous procurer le matériel ou les appareillages nécessaires pour la détection 

du dioxyde de carbone dissous dans lôeau (détecteurs spécifiques, baromètre basse-pression). Nous 
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avons donc cherché des méthodes alternatives pour vérifier la transformation du CO2 par le système 

enzymatique en présence du NADH. 

I.1.3.2 - Le cofacteur NADH 

Le couple oxydo-réducteur NAD
+
/NADH poss¯de un maxima dôabsorption commun ¨ 260 nm, 

la forme réduite en possède un autre à 340 nm (Fig. 19) avec un coefficient dôabsorption molaire 

égal à 6 220 L.mol
-1

.
68

 

 

Figure 19 : Spectres dôabsorption des cofacteurs NAD
+
 (forme oxydée, courbe grise) et NADH (forme 

réduite, courbe noire) à 0,1 mM dans lôeau pure. 

Lôabsorbance ¨ 340 nm est proportionnelle à la concentration du cofacteur réduit (NADH). 

M°me si le coefficient dôabsorption molaire peut varier en fonction du milieu, la valeur de ὑ340nm = 6 

220 L.mol
-1

 est communément admise et permet de calculer des concentrations de NADH grâce à la 

relation de Beer Lambert. Les réactions, dans notre étude, ont étés suivies spectroscopiquement par 

apparition ou disparition du NADH à chaque fois que les conditions le permettaient. En effet, nous 

avons remarqu® que le spectre dôabsorbance du NADH évoluait en présence de dioxyde de carbone, 

ce qui peut fausser les résultats. Nous avons donc tenté de déterminer les différentes espèces 

r®sultant de lôinteraction entre NADH et CO2 dans lôeau afin de proposer un nouveau moyen de 

détection du NADH. 

Le NADH possède également un pic de fluorescence en solution à 460 nm alors que la forme 

oxyd®e nôen poss¯de pas.
69

 Ces propriétés de fluorescence changent lorsque le cofacteur se fixe dans 

le site actif de lôenzyme. Il est alors possible de suivre lô®volution des bio-réactions. Nous nôavons 

pas utilisé cette technique. 
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Les formes oxydées et réduites du cofacteur sont aussi facilement détectables avec un détecteur 

à ionisation de flamme (FID). La difficulté que nous avons eu consistait à pouvoir séparer ces deux 

espèces très similaires sur une colonne chromatographique (partie 1.3.2.3). Nous avons également 

quantifi® le NADH de fa­on classique, par mesure de lôabsorbance en UV ¨ 340 nm. 

I.1.3.2.1 - Limitations désactivation naturelle du NADH  

La forme biologiquement active du cofacteur (ɓ-1,4-NADH) peut être inactivée par une réaction 

dôhydratation (Fig. 20-a) qui se traduit par une baisse dôintensit® de lôabsorbance ¨ 340 nm et 

lôapparition dôune nouvelle bande ¨ 290 nm (effet Cotton) ou par une r®action dôanom®risation 

(changement de configuration de la mol®cule de la forme Ŭ-NADH ¨ la forme ɓ-NADH). La 

r®action dôhydratation peut °tre invers®e gr©ce ¨ une enzyme, la glyc®rald®hyde-3-phosphate 

d®shydrog®nase alors que lôanom¯re Ŭ de la mol®cule subie une modification acide irr®versible 

menant à la désactivation du cofacteur (Fig 20-a).
70

 

 

 

Figure 20 : Désactivation de la forme active du cofacteur. (a) Les deux modifications du NADH 

entra´nent un effet Cotton, faible apr¯s hydratation (NADHX), fort apr¯s anom®risation (Ŭ-

NADH). (b) Modifications successives du b-NADH par hydratation et anomérisation 

entrainant sa désactivation irréversible (II). Figure tirée de S.L. Johnson et al. 

Biochemistry, 1977. 

Le cycle nicotinique (Fig. 20-b, entouré en rouge) est hydraté plus facilement en milieu basique, 

alors que la r®action dôanom®risation est pr®pondérante en milieu acide. Cette transformation 

entra´ne une modification du spectre dôabsorbance de la mol®cule en UV qui est connue sous le nom 
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dôeffet Cotton. Lôintensit® des pics dôabsorption de la mol®cule ¨ 260 nm et 340 nm diminue alors 

quôune nouvelle bande dôabsorption apparait ¨ 290 nm. La barri¯re dô®nergie de la r®action 

dôhydratation est plus haute que celle de lôanom®risation, ce qui explique que lôeffet Cotton observ® 

soit plus faible.
70

 Nous avons incubé une solution de NADH (0,5 mM) dans des solutions tampon de 

phosphate de potassium ¨ diff®rents pH et observ® une diminution de lôabsorbance ¨ 340 nm. Nous 

avons déterminé les vitesses de désactivation de la forme réduite biologiquement active du cofacteur 

(ɓ-1,4-NADH, la seule forme qui absorbe à 340 nm) sur la gamme de pH étudié (Fig. 21). Les 

vitesses de réaction sont la moyenne de trois expériences menées en parallèle. 

 

Figure 21 : Désactivation du NADH est prépondérante par anomérisation à pH<5 ou par hydratation 

à pH>7 .Essais à 27 °C dans un spectrophotomètre automatique à plaques pendant 30 

minutes. 

La disparition de la forme active du NADH est rapide dans un milieu tamponné acide (0,38 

µM.min
-1

 à pH 4,5) ou basique (0,7 µM.min
-1

 à pH 9,3). Cependant, à pH 6-7, la disparition du 

NADH est minime avec une vitesse de disparition de 0,1 µM.min
-1

. Il est tout de même nécessaire 

de comparer les profils de diminution dôintensit® de la bande ¨ 340 nm des r®actions ®tudi®es ¨ des 

réactions sans enzymes ou sans substrats (« blancs de réaction »). 

I.1.3.2.2 - Limitations interactions NADH -CO2 

Dôautre part, le CO2 est connu pour se complexer de façon réversible avec les amines primaires, 

groupements présents sur la molécule NADH. Ces réactions de complexation des amines libres sont 

®galement possibles avec lôacide carbonique ou les carbonates (Fig. 22).
71

 



CHAPITRE I ï Analyses et caractérisations 

p. 36 

 

Figure 22 : Schéma réactionnel général incluant toutes les réactions possibles entre une amine et les 

espèces CO2/carbonates. ( ) Représente la protonation instantanée des espèces.( ) 

Représente les transformations cinétiques observables. Figure tirée de N. McCann et al, J 

Phys Chem A, 113, 17, 5022-5029. 

Le cofacteur NADH qui possède deux amines primaires libres est susceptible de se complexer 

dôautant plus rapidement avec les molécules de CO2 gazeux dissous par effet du rapprochement 

stérique des fonctions amines. Le CO2 pourrait donc sôaccumuler dans le milieu en se complexant 

avec le NADH, ce qui pourrait limiter les différentes désactivations détaillées auparavant. Nous 

avons pu observer que la bande dôabsorption caract®ristique du ɓ-1,4-NADH dispara´t dôautant plus 

rapidement en présence de CO2 dissous. Nous avons vérifié ce phénomène en observant la variation 

dôabsorbance de diff®rentes solutions de ɓ-1,4-NADH à 340 nm au cours du temps. Des cuvettes 

PMMA de 2 mL sont enroulées de papier aluminium pour protéger les solutions de lôexposition ¨ la 

lumière. Le NADH (1,5 mL, 0,5 mM) est incubé sous atmosphère ambiante ou sous atmosphère 

saturée de CO2 (Vgaz = 0,5 mL) et thermostaté à 37 °C pendant 24 heures. La proportion de volume 

gazeux est 25% (v/v) (Fig. 23). 
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Figure 23 : Evolution de lôabsorbance ¨ 340 nm dôune solution de NADH (0,5 mM) non tamponn®e ¨ 

25 °C en présence ou non de dioxyde de carbone pendant 24 heures. (a) Mise en place de 

lôexp®rience. (b) Disparition du pic dôabsorbance caract®ristique du NADH. 

La vitesse de disparition de la forme active du NADH dans une solution non tamponnée à 37 °C 

(0,13 µM.min
-1

) est comparable à celle dans une solution tamponnée à 25 °C (Fig. 23). Le pH des 

solutions est vérifié avec du papier pH à la fin de réaction, la valeur pH 6-7 est systématiquement la 

même. Lorsque le cofacteur est exposé à du dioxyde de carbone dissous dans une solution non 

tamponnée, la vitesse de disparition à 37 °C sur les deux premières heures de réaction est multipliée 

par un facteur 20 (2,49 µM.min
-1

). Le même phénomène est observé à des températures plus basses. 

A 25 °C on observe une augmentation de la vitesse de disparition de 0,06 µM.min
-1
 à 1,33 µM.min

-1
 

lorsque la solution est saturée de CO2 (facteur 20). 

Une deuxi¯me s®rie dôexp®riences vise ¨ d®terminer si la d®sactivation est le r®sultat dôune 

hydratation par catalyse acide ou provient dôune interaction du CO2 avec le NADH. Les cuvettes 

PMMA de 2 mL sont prot®g®es de la lumi¯re par une couche de papier dôaluminium. Les solutions 

de NADH (1 mL, 0,25 mM) sont incub®es dans de lôeau d®ionis®e et soniqu®e sous trois diff®rents 

types dôatmosph¯re (CO2, air ambiant et un gaz inerte lôazote) pendant 42 heures ¨ 25 ÁC. Lôair 

ambiant contient 0,045% de CO2 (450 ppm) qui est susceptible dô°tre solvat® par lôeau et dôinteragir 

avec le NADH dissous. La proportion de volume gazeux dans la cuvette est de 50 % (v/v). Les 

variations dôabsorbance sont observ®es de 220 nm ¨ 420 nm (Fig. 24). 
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Figure 24 : (a) Cin®tiques de disparition du pic dôabsorbance caract®ristique du NADH ¨ 340 nm. (b) 

Spectres UV-Vis des solutions de NADH apr¯s 42 heures dôincubation sous diff®rentes 

atmosphères. 

La vitesse initiale de disparition du pic de NADH à 340 nm pendant la première heure et demi 

et sous atmosph¯re dôair ambiant est 0,09 ÕM min
-1

 est comparable aux vitesses de disparition 

lorsque le volume gazeux est r®duit. Ceci tend ¨ penser que cette diminution dôabsorbance est 

cin®tiquement limit®e par la solvatation du dioxyde de carbone dans lôeau (Kh = 2,5 10
-4 

à 25°C).
63

 

Lorsque le CO2 est pr®sent, cette vitesse de disparition augmente dôun facteur 15 (1,5 ÕM.min
-1
) 

mais est r®duite en pr®sence dôun gaz inerte comme lôazote (0,06 ÕM.min
-1
). En pr®sence dôun gaz 

inerte apr¯s 48 heures, la diminution dôabsorbance de lô®chantillon incubé en présence du gaz inerte 

est de lôordre de 10%, alors quôelle est de 55% lorsque lô®chantillon est incub® avec de lôair et de 

95% lorsquô il est incub® avec du dioxyde de carbone. Le pH des solutions en fin de r®action, v®rifi® 

avec du papier pH, est identique dans les trois expériences. En utilisant du KHCO3 comme source de 

CO2 dans une eau déionisée, soniquée et tamponnée à pH 6,5, on observe une vitesse de disparition 

du pic à 340 nm similaire. Le KHCO3 peut donc être utilisé à la place du CO2 afin de mieux 

contrôler les quantités introduites de gaz dissous. 

Ces deux phénomènes, désactivation et complexation avec les espèces carbonatées, ont dans 

tous les cas un effet à long terme (une heure de réaction) sur les spectres dôadsorption du NADH en 

UV-Vis. Il faut alors d®finir dôautres m®thodes analytiques, lors dô®tudes de transformation 

cinétiquement longues, que celle du suivi de la disparition du NADH par UV. 
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I.1.3.2.3 - Solutions de dosage du cofacteur enzymatique NADH 

Pour la quantification du NADH dans des réactions enzymatiques rapides ou qui ne contient pas 

de CO2, la méthode de dosage en UV est tout à fait adaptée. La calibration du spectrophotomètre 

automatique dont le trajet optique est inconnu, permet de déterminer la réponse du NADH pour 

chaque campagne de mesure (Fig. 25-a). La méthode élaborée en chromatographie phase gaz permet 

la séparation des deux formes (oxydées et réduites) du cofacteur. Le coefficient de réponse par le 

détecteur à ionisation de flamme a pu être déterminé (Fig. 25-b). Les mesures quantitatives sont 

possibles gr©ce ¨ lôajout dôun Etalon Interne (EI), le 1-pentanol. La solution dôEI ([pentan-1-ol] = 

Cpur/1000 = 9,2 mM) est m®lang®e ¨ lô®chantillon ¨ analyser juste avant lôinjection en GC-FID (1 :10 

(v/v)). 

 

Figure 25 : Courbe de calibration du cofacteur dans une solution tampon phosphate de potassium 

(0,1 M, pH 7). (a) Par mesure dôabsorbance ¨ 340 nm. (b) Par GC-FID, forme réduite en 

ligne pleine, forme oxydée en pointillées. 

Les seuils de détection sont de 0,37 mM et 0,36 mM pour NADH et NAD
+
 respectivement. Les 

seuils de quantification sont les mêmes (1 mM pour les deux composés), trop faibles pour étudier la 

réaction de transformation du CO2 en formiate. Concernant le pic de la forme réduite du cofacteur 

(NADH), les chromatogrammes ne nous permettent pas de différencier la forme biologiquement 

active (ɓ-1,4-NADH) de lô®nantiom¯re et de sa forme hydrat®e (Ŭ-1,4-NADH, NADHX, figure 20). 

La mesure dôabsorbance ¨ 340 nm reste la solution la plus adapt®e ¨ la plupart des ®tudes men®es au 

cours de ce travail de thèse (sauf lorsque le NADH est incubé longuement en présence de CO2). 
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I.1.3.4 - Dosage du formiate (HCOO-) 

La réaction la plus complexe à étudier se trouve être celle réalisée par la première enzyme de la 

biotransformation qui catalyse la transformation du CO2 en formiate et du NADH en NAD
+
. Lô®tude 

des vitesses initiales doit pouvoir se faire dans un temps restreint pour ne pas alt®rer lô®tat dans 

lequel le système se trouve quand il est analysé. Nous avons testé de nombreuses méthodes de 

dosage pour pouvoir ®tudier pr®cis®ment les constantes cin®tiques li®es ¨ lôactivit® de cette enzyme.  

I.1.3.4.1 - Méthodes enzymatiques 

Pour le dosage du formiate, deux méthodes enzymatiques sont reportées utilisant la 

formyltétrahydrofolate synthétase et la formiate déshydrogénase.
72, 73

 Lôutilisation de lôenzyme 

formyltétrahydrofolate synthétase comme lôa fait J.C. Rabinowitz en 1978 peut difficilement être 

mise en îuvre car lôenzyme nôest pas commercialis®e. Dans le seconde méthode, la formiate 

déshydrogénase immobilisée oxyde le formiate et génère du NADH. La concentration en NADH est 

proportionnelle à celle de formiate transformé. Le NADH peut être quantifié soit par son absorbance 

¨ 340 nm, soit par lôinterm®diaire dôune diaphorase qui révèle un pigment coloré (le 

iodonitrotétrazolium violet, lmax = 550 nm), lôabsorbance étant proportionnelle à la quantité de 

formiate oxyd® par lôenzyme. Cette m®thode enzymatique ne peut pas °tre utilis®e dans notre cas 

étant donné que nous étudions la réaction inverse réalisée par cette enzyme, la réduction du CO2 en 

formiate. Nous avons alors test® dôautres moyens de d®tection du formiate ne sôappuyant pas sur 

lôutilisation dôenzymes, les m®thodes de d®tection chromatographiques. 

I.1.3.4.2 - Méthodes chromatographiques  

Nous avons alors testé la chromatographie liquide ionique haute performance (HPLC) munie 

dôune r®sine ®changeuse dôanions. Ces essais ont été effectués en collaboration avec le Dr. B. Prélot 

(ICGM - AIME)  mais nôont pas donn® de r®sultats satisfaisant ¨ cause des solutions tampons 

utilisées. La chromatographie ionique haute performance est utilisée pour séparer les différents 

constituants du syst¯me, la phase stationnaire est une r®sine ®changeuse dôanion (Dionex CarboPac 

PA20), la phase mobile un tampon carbonate de sodium (2,7 mM Na2CO3 ; 0,3 mM NaHCO3). Nous 

nôavons pas pu d®tecter le formiate en UV ¨ 210 nm comme certains auteurs lôont d®crit.
74

 En 

revanche, nous avons été en mesure de détecter et de quantifier le formiate par conductimétrie (Fig. 

26-a).  
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Figure 26 : (a) Quantification du formiate (tr = 2,5 minutes) par conductimétrie dans un tampon 

phosphate de sodium (HPO4
-
, tr = 2,3 minutes). (b) Effet de saturation du tampon 

phosphate dès 10 mM (noir 0,1 mM ; violet 1 mM ; bleu 10 mM). 

La réaction de conversion du dioxyde de carbone en méthanol se fait dans un milieu tamponné, 

lors de lôanalyse du formiate en présence du tampon utilisé lors des réactions enzymatiques, le 

détecteur conductimétrique est saturé par la présence des ions phosphate dés 10 mM (Fig. 26-b). Le 

pic chromatographique du formiate (tr = 2,5 min) est caché par celui des ions phosphates (tr = 2, 3 

min). Pour pouvoir quantifier le formiate, nous avons réduit la concentration du tampon de 10 mM 

(bleu) à 1 mM (violet) et à 0,1 mM (noir). Nous avons ainsi déterminé le seuil de saturation du 

détecteur pour une concentration en ions phosphate de 10 mM, seuil au delà duquel la quantification 

du formiate est impossible. Il pourrait °tre possible dô®viter la pr®sence des ions phosphate en 

utilisant une pré-colonne sp®cifique ou par extraction de lôacide formique en phase organique. Nous 

avons test®, sans succ®s, dôacidifier le milieu par HCl concentr® pour transf®rer lôacide formique 

dans de lô®ther de p®trole et ne plus avoir dôions phosphate en pr®sence. Le pouvoir tampon du 

couple H2PO4
-
/HPO4

2-
 à 1 mM est insuffisant pour maintenir le pH du milieu réactionnel, cette 

m®thode dôanalyse ne convient donc pas ¨ notre ®tude. 

Lôanalyse directe du formiate en GC FID a ®t® test®e et sôest r®v®l®e impossible. En effet, le 

rapport 
16

O/
12

C de la molécule est trop important pour être détecté par ionisation de flamme.
75

 La 

d®tection par spectroscopie de masse nôa pas pu non plus être appliquée à cause des quantités trop 

faibles de formiate obtenues. Pour palier à ce problème analytique, la solution envisagée a été la 

dérivation du formiate par le pentafluorobenzylbromide (PFB-Br) (Fig. 27) suivi dôune détection par 

spectrométrie de masse. Cette réaction de dérivation peut °tre catalys®e par lôajout dôun éther 

couronne (18C6) et de carbonate de potassium.
76
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Figure 27 : Sch®ma r®actionnel (a) de la d®rivation de lôacide formique par le pentafluorobenzyl 

bromide (PFB-Br). (b) Sch®ma r®actionnel de lôinactivation du PFB-Br en excès pour 

lôextraction organique du PFB-OCOH. 

La proc®dure est simple et rapide. Dans un tube en verre, 400 ÕL de lô®chantillon ¨ doser 

tamponn® ¨ pH 6,8 est m®lang® ¨ 1 mL dôune solution de pentafluorobenzyl bromide (100 mM dans 

lôac®tone). Le tube est homogénéisé par vortex cinq secondes et la solution laissée réagir une heure à 

60 ÁC. Apr¯s refroidissement de la solution, lô®talon interne est ajout® (2 mL de 1,3,5-tri-

bromobenzène (TBB) à 100 mM dans le n-hexane) ainsi quôune pointe de spatule de sulfate de 

sodium. Les tubes sont centrifugés 15 min à 3 500 tr.min
-1

, ou laissés décanter 30 min sur la 

paillasse. La phase organique est ensuite récupérée et injectée en chromatographie phase gaz avec 

détection par spectrométrie de masse. Nous avons injecté les échantillons pour établir la courbe 

dô®talonnage sur une colonne polaire (« SPB50 », Restek) et une colonne apolaire (« DB225 », 

Agilent). La réaction du PFB-Br avec le formiate pouvant être incomplète, nous avons décidé 

dôajouter un catalyseur (K2CO3, 25 mM) activé par un éther couronne (18C6, 7 mM) qui capte 

sélectivement le potassium comme décrit par B. Davis.
77

 La procédure de dérivation est la même 

que précédemment. La phase organique est récupérée par décantation et injectée en chromatographie 

phase gaz ®quip®e dôune colonne polaire SPB50 et dôun d®tecteur par spectrom®trie de masse (Fig. 

28-a). 
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Figure 28 : Images extraites du logiciel  montrant le profil dô®lution du PFB-OCOH à 13,3 minutes et 

de lô®talon interne TBB ¨ 13,6 minutes. (b) Spectre de masse du PFB-OCOH élué.  

Dans le spectre de masse (Fig. 28-b), le pic à m/z = 45 correspond au formiate et celui à m/z = 

181 au pentafluorobenz¯ne. Le d®tecteur de masse configur® avec une source dôionisation par impact 

®lectronique nôest pas en mesure de d®tecter le pic mol®culaire ¨ m/z = 226 du complexe. Nous 

nôavons pas pu observer de proportionnalit® entre la quantit® de formiate dans lô®chantillon de d®part 

et le rapport des aires (AirePFB-OCOH/AireTBB) pour des concentrations allant de 0,1 mM à 5 mM. Cela 

est probablement d¾ aux nombreuses ®tapes dôisolation du compos® dôint®r°t, la d®rivation, la 

d®sactivation et lôextraction. 

I.1.3.4.3 - 2ïÁÃÔÉÏÎ ÃÏÌÏÒÉÍïÔÒÉÑÕÅ ÁÖÅÃ ÌȭÁÃïÔÁÍÉÄÅ 

La détection du formiate peut être aussi suivie par UV avec la formation dôun complexe rouge 

absorbant à 510 nm ; le formiate réagit spécifiquement avec un m®lange dôanhydride acétique et 

dôac®tamide contenue dans une solution alcaline dôisopropanol.
78

 La réaction du formiate avec 

lôanhydride ac®tique est r®alis®e dans des tubes Eppendorf de 1,5 mL. Un volume de 110 ÕL dôune 

solution standard de formiate est ajout® ¨ 200 ÕL dôune solution de propan-2-ol contenant de 

lôac®tamide (0,1 g) et de lôacide citrique (5 mg) fra´chement pr®par®e puis 700 ÕL dôanhydride 

ac®tique conserv® ¨ 4 ÁC et 10 ÕL dôune solution dôac®tate de sodium (30 % w/v) juste préparée 

pour le dosage. Apr¯s 2 h de r®action ¨ temp®rature ambiante, lôabsorbance ¨ 510 nm est mesur®e et 

la courbe de calibration tracée (Fig. 29). 
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Figure 29 : Dosage du formiate par r®action colorim®trique avec lôac®tamide.  

Cette technique de détermination a été développée pour quantifier le formiate dans un milieu de 

fermentation pour des concentrations allant de 0,5 mM à 15 mM. Nous avons pu détecter le formiate 

d¯s 0,1 mM, mais la courbe de calibration nôest pas lin®aire ¨ faible concentration. Les vitesses 

initiales des réactions doivent être déterminées après un court temps de réaction, la méthode 

analytique doit °tre en mesure de quantifier de tr¯s petites concentrations, ce qui nôest pas possible 

par cette méthode de dosage. Nous nous sommes attachés à trouver une m®thode dôanalyse 

présentant moins de déviations avec la méthode spectroscopique. 

I.1.3.4.5 - Conclusion pour le dosage du formiate 

Parmi les méthodes existantes pour quantifier le formiate, les deux méthodes enzymatiques 

pr®sent®es ne sont pas applicables ¨ notre ®tude. Les traces de formiate form®es par lôenzyme 

formiate déshydrogénase à partir du CO2 sont inférieures aux seuils de quantification obtenus par les 

méthodes chromatographiques. La variation de la concentration de formiate est cependant 

quantifiable pour des ®tudes de lôenzyme en oxydation. De m°me, la gamme de concentration 

d®tect®e par r®action colorim®trique nôest pas lin®aire aux faibles concentrations. Lôactivit® de la 

formiate déshydrogénase en r®duction peut tout de m°me °tre mesur®e en combinant lôaction de la 

formaldéhyde déshydrogénase (Chapitre 2) qui convertit le formiate en formaldéhyde, à condition de 

pouvoir quantifier de très faibles concentrations de formaldéhyde. 

I.1.3.5 - Dosage du formaldéhyde (HCHO)  

Le formald®hyde peut °tre d®tect® ¨ lô®tat de traces par la réaction de Nash
79

 qui fait réagir le 

formaldéhyde avec lôacétylacétone et un acétate dôammonium, mélange appelé le réactif de Nash. La 

réaction dure vingt minutes à 60 °C, elle permet la formation du diacétyldihydrolutidine (DLL) qui 

poss¯de un pic dôabsorption caractéristique à 412 nm (Fig 30). 
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Figure 30 : Schéma réactionnel de formation du DLL dans la réaction de Nash. 

Cette réaction colorimétrique est complète à pH 6 mais peut être conduite entre pH 4 et pH 8. 

La sensibilit® de lôordre du ÕM et la grande stabilité du composé obtenu en font la meilleure 

méthode de détection. La composition du r®actif de Nash (ac®tylac®tone + ac®tate dôammonium) est 

susceptible de varier pendant sa préparation. Pour chaque réaction analysée, nous avons 

systématiquement préparé des solutions de réactif de Nash « fraîches è et fait lô®talonnage avec le 

formaldéhyde. Les coefficients de corrélation obtenus sont très réguliers, avec un coefficient de 

corrélation linéaire toujours égal ou supérieur à r² = 0,999. La composition précise du réactif de 

Nash est un m®lange dôac®tylac®tone (0,02 M), dôac®tate dôammonium (2 M) et dôacide ac®tique 

(0,05 M) dans de lôeau déionisée. Les échantillons à analyser (typiquement 200 µL) sont mélangés 

au réactif de Nash (1 :1 v/v) et laissés réagir 15 min à 60 °C. Après refroidissement des différents 

®chantillons, 600 ÕL dôeau d®ionis®e sont ajout®s et lôabsorbance est relev®e à 412 nm (Fig. 31). 

 

Figure 31 : Calibration du HCHO par le réactif de Nash. 

Cette méthode de quantification est tout à fait appropriée, car spécifique pour le formaldéhyde. 

Le complexe coloré formé est stable dans le temps et la reproductibilité très satisfaisante. La limite 

de détection se situe à 1 µM et la limite de détermination à 5 µM. 
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Dôautre part, le formaldéhyde est visible par détection FID, mais tout comme le formiate, la 

valeur du ratio 
16

O/
12

C de la molécule est encore trop grande pour pouvoir la quantifier à de faibles 

concentrations. De plus, avec la haute température et la pr®sence dôeau dans lôinjecteur de la colonne 

chromatographique, le formaldéhyde polymérise. Nous avons observé une augmentation du bruit de 

fond des chromatogrammes lors dôinjections r®p®t®es de formald®hyde en CPG-FID. Cela entraîne 

une augmentation des seuils de d®tection de tous les compos®s analys®s et nôest donc pas 

recommandé.  

I.1.3.6 - Dosage du méthanol (CH3OH) 

La dernière réaction qui finit la cascade enzymatique est la réduction du formaldéhyde en 

m®thanol par lôenzyme alcool d®shydrog®nase. Le m®thanol peut avoir un effet d®naturant sur les 

protéines, on doit pouvoir le quantifier à des seuils inférieurs à ceux qui mènent à la désactivation 

des enzymes. Le coefficient de réponse du méthanol par détection FID est plus important que celui 

du formaldéhyde (rapport 
16

O/
12

C plus petit) et permet sa quantification à de faibles seuils de 

détection. La quantification en chromatographie phase gaz par un détecteur à ionisation de flamme 

est possible jusquô¨ de faibles concentrations (0,05 mM). Il faut néanmoins pouvoir séparer les 

différents composés présents dans les mélanges réactionnels : cofacteur (réduit ou oxydé, 

(NADH/NAD
+
)), formaldéhyde, formiate. Le tampon utilisé, le phosphate de potassium ne 

contenant pas dôatomes de carbone, nôinterf¯re pas car ne présente pas de signal en FID. Le 

méthanol est quantifiable avec un détecteur à spectrométrie de masse après séparation sur une 

colonne polaire en chromatographie phase gaz, néanmoins la sensibilité de ce type de détection aux 

faibles concentrations nôest pas suffisante. 

Différentes polarités de colonnes ont été testées, seule une colonne polaire « CB WAX 52 CB » 

(Agilent) nous a permis de séparer les composés principaux contenus dans les échantillons 

(cofacteur, formiate, formaldéhyde) du méthanol. Le pic chromatographique correspondant au 

méthanol à une allure Gaussienne (Fig. 32). La courbe de Van Deemter qui représente la variation de 

la hauteur équivalente à un plateau théorique (HEPT) en fonction de la vitesse du flux du gaz 

vecteur permet de déterminer le flux optimum pour avoir le pic chromatographique le mieux défini 

(pic fin à allure Gaussienne).
80
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Figure 32 : Allure Gaussienne dôun pic chromatographique :  tR le temps de r®tention du pic et ɤ la 

largeur extrapol®e du pic, ŭ la largeur ¨ mi-hauteur du pic, h la hauteur du pic, 2ů la 

largeur du pic aux 2/3 de la hauteur et A lôaire du pic. 

Trois équations
81

 permettent de calculer le nombre de plateaux théoriques (N). Nous avons 

choisi de calculer le nombre de plateaux théoriques en utilisant la base extrapolée du pic w (Eq. 5). 

ὥ ὔ ρφ
ὸ

‫
Ƞὦ ὔ υȟυτ

ὸ

‏
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Equation 5 : Méthode de calcul du nombre de plateaux théoriques pour une colonne 

chromatographique. Grâce à la base extrapolée du pic (a) à la largeur du pic à mi-hauteur 

(b) ou ¨ lôaire du pic (c). Avec tr  le temps de r®tention du pic et ɤ la largeur extrapol®e du 

pic, ŭ la largeur ¨ mi-hauteur du pic, hp la hauteur de pic et A lôaire du pic 

chromatographique. 

La hauteur équivalente en plateaux théoriques (HEPT) se calcule simplement en divisant la 

longueur de la colonne par le nombre de plateaux théoriques (Eq. 6). 

ὌὉὖὝ
ὒ

ὔ
 

Equation 6 : Calcul de la hauteur équivalente en plateaux théoriques (HEPT). 

Le problème que nous avons eu en utilisant la chromatographie en phase gaz a été la séparation 

des petites molécules organiques volatiles très similaires. Le pic dôint®r°t, celui du m®thanol doit 

être parfaitement défini pour permettre une quantification rigoureuse. La courbe de Van Deemter est 

tracée dans des conditions fixées : volume dôinjection = 1 µL et temp®rature dôinjection = 230 °C. 

Le programme en température du four est : 50 °C pendant 3 minutes, montée en température de 50 

°C à 230 °C (20 °C min
-1

) et 230 °C pendant 5 minutes. La température du détecteur par ionisation 

de flamme = 250 °C. Les conditions chromatographiques ainsi optimisées, la détection de la 

mol®cule dôint®r°t, le m®thanol, est alors optimale. Nous avons fait varier la vitesse du gaz vecteur et 

tracé la courbe de Van Deemter du méthanol (Fig. 33-a), le flux optimal doit être choisi à peine 
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sup®rieur ¨ celui dont le HEPT est minimum, nous lôavons fix® ¨ 1,4 mL min
-1

 et tracé la courbe de 

calibration du méthanol par détection FID (Fig. 33-b). 

 

Figure 33 : (a) Courbe de Van Deemter représentant la hauteur équivalente en plateaux théoriques en 

fonction de la vitesse du gaz vecteur. (b) Calibration du méthanol par GC-FID.  

Les pics étant toujours bien déterminés, la courbe de calibration du méthanol est linéaire de 1 à 

plus de 10 mM. Le seuil de détection du méthanol se situe à 0,05 mM, celui de quantification à 0,2 

mM.  

Nous avons ®galement v®rifi® quôaucun des interm®diaires de la cascade enzymatique 

nôinterf¯re avec le pic chromatographique servant ¨ la quantification du m®thanol. Des solutions 

compos®es de lô®talon interne (1-pentanol, 9,2 mM), de NADH (10 mM), de NAD
+
 (10 mM), de 

HCHO (10 mM) et de méthanol (10 mM) ont été injectées en GC-FID (Fig. 34). 
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Figure 34 : Superposition des chromatogrammes de solutions de formaldéhyde, méthanol, NAD
+
, 

NADH et de lô®talon interne, le 1-pentanol. 

Les différents chromatogrammes sont superposés au moyen du logiciel 

VarianStarChromatography. Chacun des pics chromatographiques est différencié et ne se superpose 

à aucun autre. La méthode chromatographique est donc appropriée pour le dosage des intermédiaires 

de la cascade enzymatique tels que le formaldéhyde, le méthanol, le NAD
+
, le NADH. Seul le 

formiate nôest pas d®tectable par cette technique. 

I.1.3.6 - Conclusion dosages 

Bien que certaines des molécules de la cascade enzymatique ne puissent pas être dosées 

spécifiquement et de manière précise à de faibles concentrations (le CO2, le formiate) la mise en 

place des dosages pr®cis pour les autres compos®s nous a permis dô®tudier pr®cis®ment la cascade 

enzymatique. La réduction du CO2 par la formiate déshydrogénase a été démontrée par la détection, 

avec le réactif de Nash, du formaldéhyde produit en cascade par la formaldéhyde déshydrogénase. 

La consommation du formiate par la formaldéhyde déshydrogénase a été démontrée par la détection, 

en GC-FID, du m®thanol en cascade gr©ce ¨ lôaction conjugu® de lôalcool d®shydrog®nase. Lô®tude 

des enzymes s®par®es est ®galement possible gr©ce aux propri®t®s dôabsorbance du NADH ¨ 340 nm 

lorsque des réactions témoins sont menées en parallèle. Les enzymes sont ensuite immobilisées dans 

des matériaux (Chapitre 3) qui sont analysés et caractérisés par différentes méthodes physico-

chimiques. 
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I.2 - Caractérisation des matériaux  

Les enzymes ont été encapsulées par la suite dans des nanocapsules de silice, dont la synthèse 

sera décrite par la suite et les matériaux ainsi obtenus ont été caractérisés par diffraction des rayons 

X, adsorption dôazote, analyse thermogravim®trique, microscopie ®lectronique ¨ balayage, ¨ 

transmission et tomographie structurale. Les observations par MET, MEB et tomographie nous ont 

donné les informations morphologiques nécessaires à la compréhension de la formation des 

différents matériaux. 

I.2.1 - Diffraction des rayons X (DRX)  

Les diffractogrammes ont été réalisés sur un diffractomètre BRÜKER D8 Advance. Les rayons 

X diffractés correspondent à la raie KŬ1 du cuivre de longueur dôonde ɚ = 1,5406 ¡. Lôappareil est 

®quip® dôun d®tecteur BR¦KER Lynx Eye. Le montage est de type Bragg-Brentano : l'échantillon a 

une orientation fixe par rapport au vecteur de diffraction. L'angle d'incidence du faisceau sur la 

poudre est appelé ɗ et l'angle entre le faisceau incident et le faisceau détecté est 2 ɗ. Ce montage est 

en configuration ɗ-ɗ : l'échantillon reste fixe tandis que le tube et le détecteur bougent de manière 

symétrique d'un angle ɗ. Les diffractogrammes sont effectu®s dans une fen°tre dôangles 2 ɗ de 0,5 à 

6°. La variation dôangle ɗ s'opère par pas de 0,0197° toutes les 0,2 s. La taille moyenne des 

cristallites est déterminée par la formule de Scherrer (équation 7) qui lie directement la largeur à mi-

hauteur d'un pic de diffraction à la taille des domaines cohérents : 

Ὀ
ὑ ʇ

ÃÏÓʃ Ø Ѝ,  Ó
 

Équation 7 : D(hkl) correspond à la dimension des cristallites, K au facteur de forme (pris égal à 

0,89), ɚ ¨ la longueur dôonde de la raie KŬ1 du cuivre (ɚ = 1,5406 Å), ɗ à la posit ion du 

pic, L à la largeur à mi-hauteur du pic et s à la largeur à mi-hauteur d'un pic étalon, 

choisi à proximité du pic considéré. 

Lô®talon externe possède une taille de cristallite supérieure à 2000 Å. L'échantillon de référence 

utilisé comme étalon est un monocristal de corindon (BRÜKER AXS Korundprobe 51,5 x 8,5). 

I.2.2 - Diffraction de lumière polarisée et potentiel Zeta  

Les mesures de distribution de taille des particules siliciques ont été effectuées sur un appareil 

Zetasizer Nano ZS90 (Malvern). Les biomatériaux (0,5 mg.L
-1

) sont dispersés par ultrasons pendant 

30 secondes dans une solution tampon à différents pH (Hepes, HCl, 0,1 M). Les mesures de 
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potentiel Zeta sont faites sur le même appareil (Zetasizer Nano ZS90 (Malvern)) dans une solution 

saline ([NaCl] = 0,1 M) tamponnée à pH 7 (Hepes/HCl, 0,1 M). 

I.2.3 - -ÁÎÏÍïÔÒÉÅ ÄȭÁÄÓÏÒÐÔÉÏÎ ÄȭÁÚÏÔÅ 

Les isothermes dôadsorption et de d®sorption dôazote ¨ 77 K ont ®t® r®alis®s sur un appareil 

MICROMERITICS ASAP 2020. Pr®alablement ¨ lôanalyse, lô®chantillon (environ 100 mg) est 

dégazé sous vide (400 ɛBar), à 80 °C pour ne pas détruire les biomatériaux, pendant six heures afin 

dô®liminer les espèces physisorbées à la surface du solide.  

La d®termination de la surface sp®cifique sôeffectue par la m®thode S. Br¿nauer, P.H. Emmett et 

E. Teller (BET)
82

. Dans le cas des solides mésoporeux, la distribution de la taille des pores est 

déterminée par la méthode de Broekhoff-de Boer.
83

 

I.2.4 - Microscopie électronique à balayage (MEB)  

Lô®chantillon, pr®alablement broy®, est fix® sur des plots m®talliques ¨ lôaide d'adhésif double 

face carbone et de colles conductrices. Lô®chantillon est ensuite m®tallis® par pulvérisation de 

platine. Les observations sont réalisées sous un microscope électronique à balayage à effet de champ 

HITACHI 4800S d'une résolution maximale de 1 nm. 

I.2.5 - Microscopie électronique en transmission (MET)  

Après broyage, le matériau est dispersé par ultrasonication dans de lô®thanol absolu. Une goutte 

de ce mélange est déposée sur une grille (Copper Holey / Lacey Carbon). Lô®thanol est ensuite 

évaporé. Des échantillons ont aussi été préparés par coupe ultra-microtomique de 50 nm d'épaisseur 

inclus dans une résine acrylique (LR WHITE) et par cryo-ultramicrotomie. Les observations sont 

réalisées sur un microscope électronique à transmission JEOL 1200 EX II muni dôun canon ¨ 

électrons à émission thermo-ionique à une tension dôacc®l®ration de 100 kV. Les clichés sont 

obtenus sur plan film ou par caméra CCD (Olympus Quemesa 12 MPixels) avec un grossissement 

pouvant atteindre 300 000 fois pour une résolution maximale de 5 Å. 

I.2.6 - Cryo MET 3D 

Les expériences en tomographie électronique ont été effectués à Strasbourg par O. Ersen et S. 

Moldovan. Les observations ont été effectuées sur un microscope électronique à transmission JEOL 

2100F muni dôun canon ¨ ®lectrons ¨ ®mission thermoionique dôune tension de 200 kV. Le 
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microscope est ®quip® dôun correcteur de sonde et dôun filtre ¨ ®nergie Tridiem GATAN. Les 

nanocapsules de silice contenant les enzymes ont ®t® dispers®es dans de lôeau pure et soniquées 

quelques minutes. Une à cinq gouttes de la suspension ont été déposées sur une grille de cuivre 

recouverte dôune membrane de carbone rendu hydrophobe par traitement/lavage plasmodique H2/Ar. 

Lô®chantillon a ®t® plong® dans un m®lange ®thanol/azote liquide à 77 K comme pour des 

®chantillons biologiques. La morphologie du mat®riau pouvant changer sous le flux dô®lectrons, 

diff®rentes dur®es dôexposition et puissances du flux dô®lectrons ont ®t® test®es. Une fois les 

conditions dôanalyse d®finies, deux s®ries tomographiques sont recueillies en pivotant lô®chantillon 

de +/- 60Á avec capture dôimage tous les 2°. Les images ont étés alignées en utilisant lôalgorithme de 

corrélation croisée du logiciel IMod. Les reconstructions sont faites par le logiciel TOMOJ et les 

résultats recalculés 10 fois (10 itérations). Lôanalyse quantitative et les visualisations sont faites 

grâce au logiciel ImageJ.  
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La conversion biocatalytique du CO2 en méthanol par des réactions en cascade est réalisée par 

trois enzymes. Ces enzymes doivent être étudiées pour permettre la compréhension du système. La 

régénération du cofacteur NADH fait partie intégrante du procédé car elle permet dôaugmenter les 

rendements de conversion du CO2. Ce chapitre fera ®tat de lô®tude de chacune des enzymes utilis®es 

lors de ce travail de th¯se ainsi que lô®tude des diff®rents syst¯mes de r®g®n®ration ®tudi®s. Le travail 

dôoptimisation syst®matique sera ®galement abord® ainsi quôune br¯ve introduction ¨ la stabilisation 

dôenzymes par greffage chimique de chaines poly®thylèneglycols. 

II.1 - Les enzymes de la biotransformation  

Lô®tude de syst¯mes biologiques implique une connaissance précise des poudres enzymatiques 

utilisées et une étude rigoureuse des paramètres décrivant le biocatalyseur sôimpose. Lôenzymologie 

est simplement d®finie comme lô®tude des enzymes. Côest lôanalyse de la sp®cificit® de substrat et de 

la sélectivité des réactions enzymatiques, la compréhension des mécanismes catalytiques impliqués 

et de leur vitesse. Dans le système international, les activités enzymatiques sont décrites en unités 

(U, en µmol.min
-1

) qui correspondent au nombre de moles de substrat transformé par minute. Une 

activité catalytique (U.mg
-1
) est le rapport dôunit® par milligramme de prot®ine souvent assimil® ¨ la 

masse de poudre enzymatique commerciale utilisée. 

II.1.1 - Rappels de cinétique enzymatique  

Côest en 1913 que Michaelis et Menten d®crivent, pour la première fois, un modèle cinétique 

pour la compréhension des mécanismes enzymatiques.
84

 Le modèle le plus simple repose sur 

lôexistence dôun complexe ES, assimil® ¨ un ®tat de transition, constitu® de lôenzyme E et de son 

substrat S (Fig. 35). 

 

Figure 35 : Sch®ma illustrant la th®orie de Michaelis et Menten, lôenzyme (E) et son substrat (S) 

forment un complexe (ES) qui transforme le substrat en produit (P). 

Dôapr¯s la th®orie de Michaelis et Menten, le complexe ES atteint rapidement un état quasi 

stationnaire d(ES)/d(t)=0 pendant lequel la vitesse de formation du produit est linéaire. Cette 

approximation de lô®tat quasi stationnaire (AEQS) permet de simplifier les ®quations de vitesse, 
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notamment lors dô®tudes dôenzymes ¨ plusieurs substrats. Lineweaver et Burk ont ensuite développé 

des équations mathématiques spécifiques permettant de définir les constantes dôaffinit® et de 

dissociation des substrats pour les enzymes.
85

 La constante de dissociation du complexe ES est 

appel®e constante de Michaelis (Km), celle dôaffinit® du substrat pour lôenzyme est not®e KS. 

Lineweaver et Burk
85

 ont linéarisé ces équations et décrit une représentation complexe appelée 

représentation en double inverse. Cette représentation permet, lors de mécanismes enzymatiques à 

plusieurs substrats, de déterminer le mécanisme de lôenzyme consid®r®e ainsi que les diff®rents 

paramètres cinétiques associés. 

Toutes les enzymes utilisées dans cette étude sont des déshydrogénases qui emploient un 

cofacteur enzymatique pour transformer leur substrat. Elles forment un complexe ternaire 

enzyme/substrat/cofacteur et obéissent à des cinétiques complexes dites à deux substrats (Fig. 36).  

Mécanisme schéma 

bi-bi ordonné 

 
 

Theorell-Chance 

  

Ping-pong 

  

Aléatoire 

 

 

 

 

 

 

Figure 36 : Tableau représentatif des 4 mécanismes à deux substrats que peuvent réaliser les 

enzymes. 
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Il existe quatre principaux mécanismes à deux substrats dont les équations de vitesses sont 

données en annexes. Le premier, le mécanisme bi-bi ordonné est un mécanisme séquentiel, dans 

lequel le substrat (S1) et le cofacteur (S2) se fixent dans un ordre précis dans le site actif de  

lôenzyme (E), et les produits sont relargu®s de fa­on d®finie également. Le second, le mécanisme de 

Theorell-Chance est proche du bi-bi ordonné ; dans ce cas le complexe ES1S2 nôexiste pas, le 

substrat S2 est directement transformé en produit P. Le troisième, le mécanisme ping-pong est 

appelé ainsi du fait de son oscillation entre deux formes de lôenzyme : lôune native (E), lôautre ®tant 

modifi®e par le positionnement du substrat S1 (F). Le quatri¯me m®canisme est al®atoire, il sô®loigne 

dôun comportement Michaelien classique du fait de la fixation et de la libération complètement 

aléatoire des substrats et produits.  

Nous avons donc vérifié les mécanismes de chacune des enzymes utilisées et déterminé les 

différents paramètres cinétiques dans les conditions spécifiques choisies pour la biotransformation. 

Les enzymes utilisées ont un pH de travail optimum, pour une même enzyme, le pH optimum 

sera diff®rent selon si lôenzyme r®alise une r®action dôoxydation ou de r®duction (un milieu plus 

alcalin sera plus favorable pour des r®actions dôoxydations). Nous avons étudié la variation 

dôactivit® des enzymes en fonction du pH pour chacune des enzymes. Dans le cas des trois 

déshydrogénases utilisées pour la conversion du dioxyde de carbone en méthanol, nous avons voulu 

étudier les deux types de réaction (oxydation et réduction). 

II.1.2 - Etude des enzymes de la cascade de réduction 

Les enzymes sont caractérisées par un numéro de classification numérique (EC x.x.x.x). Le 

premier x donne le type de réaction chimique réalisé (« 1 è pour les r®actions dôoxydo-réduction), le 

deuxi¯me donne le type de donneur dô®lectron ou de proton (« 1 » pour les alcools, « 2 » pour les 

acides, aldéhydes et cétones), le troisième le type dôaccepteur (ç 1 » pour les dérivés nicotinique) et 

le dernier nombre donne la sous-classe de lôenzyme. Les enzymes utilisées pour la biotransformation 

sont la formiate déshydrogénase de Candida Boidinii (désignée FateDH, EC 1.2.1.2), la 

formaldéhyde déshydrogénase de Pseudomonas Putida (désignée FaldDH, EC 1.2.1.46) et lôalcool 

déshydrogénase de Saccharomyces cerevisiae (désignée YADH, EC 1.1.1.1).  

II.1.2.2 - Dosage des protéines dans les poudres enzymatiques commerciales.  

Le dosage des poudres enzymatiques commerciales est effectué par la méthode BCA (par 

r®action avec lôacide dicinchoninique). La composition exacte en protéine des poudres commerciales 
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®tant inconnue, nous avons choisi dôutiliser le type de dosage qui pr®sente les plus petites variations 

vis-à-vis de certains adjuvants couramment utilisés pour purifier les protéines (détergeants, 

stabilisants, é). Le kit de dosage commercial (Kit Thermo Scientific, Pierce BCA Protein Assay Kit) 

est calibr® avec lôalbumine de s®rum bovin (BSA) de 0 Õg ¨ 6 Õg (Sigma #A3675) (Fig. 3-a). La 

concentration et la quantité de protéines (Fig. 37-b), est calculée par dosage de trois solutions de 

concentrations différentes. Les solutions de poudres enzymatiques commerciales sont préparées à 

partir dôune solution de 100 mgpoudre enzyme commerciale.L
-1

 sont diluées à 1/5, 1/7,5 et 1/15, ce qui 

correspond à 20, 40 et 60 µL dilués dans 300 µL, respectivement (Fig. 37-b).  

 

Figure 37 : (a) Courbe dô®talonnage du dosage par la m®thode BCA, la BSA est utilis®e comme 

protéine de référence. (b). Dosage des solutions de poudres enzymatiques commerciales 

(BSA  , YADH  , FateDH  , FaldDH ). Le coefficient directeur des 

droites obtenues est proportionnel à la concentration de la solution de référence de BSA 

(100 mgpro té ine.L
-1

). 

La concentration des poudres enzymatiques commerciales est identique (100 mg.L
-1

) à la 

concentration de protéine BSA de la solution de référence (100 mgprotéine.L
-1

). La pureté de la BSA 

utilisée comme protéine de référence est supérieure ou égale à 98%, ce qui implique que le rapport 

des coefficients directeurs des droites obtenues (Fig. 37-b) est proportionnel à la concentration de la 

solution de référence. Le dosage des poudres enzymatiques commerciales a permis de mettre en 

évidence leur qualité aléatoire et la faible quantité de protéines présentes dans ces poudres, 

notamment pour la FateDH et la FaldDH. Les trois poudres enzymatiques commerciales nécessaires 

à la bioréduction du CO2 en méthanol (FateDH, FaldDH, YADH) contiennent, respectivement, 160 

mg, 140 mg et 630 mg de protéines par gramme de poudre commerciale.  
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Ces résultats sont concordants avec les données disponibles pour la formiate déshydrogénase 

extraite de lôorganisme Candida Boidinii de Sigma Aldrich (réf : F8649). Les fournisseurs donnent 

deux informations pertinentes qui sont le nombre dôunit® enzymatiques par gramme de poudre 

commerciale (1 U.mg
-1

) et le nombre dôunit® enzymatique par gramme de prot®ine (5-15 U.mg
-1

). 

En faisant le rapport de ces deux données, on trouve une approximation de la quantité de protéines 

par gramme de poudre commerciale, soit 66 mg à 200 mg de protéines par gramme de poudre 

commerciale. Les informations complémentaires de la fiche produit permettent de savoir 

qôapprocimativement 20% de la masse de poudre dôenzyme commerciale sont des protéines qui ont 

été dosées par la méthode du biuret.  

Pour toute lô®tude des enzymes de la biotransformation, les masses utilis®es seront donn®es en 

masse de poudre enzymatique commerciale afin de faciliter les comparaisons entre les différentes 

expériences et celles de la littérature. 

II.1.2.3 - Réactions préliminaires  

Les solutions tampons utilis®es pour lô®tude des diff®rentes enzymes et du système poly-

enzymatique sont constitu®es dôun m®lange dôune solution de dihydrogénophosphate de potassium 

([KH2PO4] = 1 M) et dôune solution dôhydrog®nophosphate de potassium ([K2HPO4] = 1 M). Un 

pHm¯tre (Eutech pH510) permet dôajuster le pH des diff®rents m®langes. Les trois enzymes utilis®es 

pour la transformation du CO2 en méthanol sont des déshydrogénases. Le chemin réactionnel 

privil®gi® par ces enzymes est leur r®action dôoxydation. Il est cependant possible de les forcer à 

réaliser la réaction inverse de réduction. 

II.1.2.3.1 - Du CO2 au formiate par FateDH  

La réaction préliminaire permettant de prouver la réduction effective du CO2 par FateDH est 

effectu®e ¨ 19 ÁC dans une cuvette spectroscopique en PMMA. Lôenzyme (0,2 g L
-1

) est incubée 

dans un tampon phosphate de potassium (0,05 M, pH 7) en présence de NADH (0,1 mM) et de 

bicarbonate de potassium comme source de carbone (0,1 mM) dans un volume total de 2 mL. 

Lô®volution de la r®action est suivie spectroscopiquement ¨ 340 nm et est compar®e à un blanc sans 

enzyme mais contenant le cofacteur NADH et la source de CO2. On observe une diminution 

dôabsorbance ¨ 340 nm du NADH qui correspond à une désactivation du cofacteur (0,038 µM.min
-

1
), mais qui est tout de même moins rapide que la vitesse de disparition du pic lors de la réaction 

avec lôenzyme (0,045 ÕM.min
-1

). La réduction enzymatique du CO2 par lôenzyme libre sôeffectue 
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donc à une vitesse de 0,007 µM.min
-1

, soit une activité catalytique en réduction de 0,004 µmol.min
-

1
.mg

-1
FateDH. 

II.1.2.3.2 - Du formiate au formaldéhyde par FaldDH  

La formaldéhyde déshydrogénase réalise naturellement lôoxydation de formald®hyde en 

formiate. Lorsque lôenzyme est plac®e en excès de NADH, elle peut réduire le formiate en 

formaldéhyde. La formaldéhyde déshydrogénase (0,1 g.L
-1

) est incubée à 25 °C en présence de 

formiate (0,07 mM) et dôun exc¯s de NADH (0,33 mM). La diminution de lôabsorbance lors de la 

r®action est compar®e ¨ un blanc sans substrat dont lôabsorbance à 340 nm du NADH diminue suite 

à une désactivation du cofacteur à la vitesse de 0,06 µM.min
-1

. La vitesse de disparition de la 

réaction enzymatique est plus élevée (0,25 µM.min
-1

), ce qui donne une vitesse de réaction de 0,19 

µM.min
-1

 soit une activité de 0,002 µM.min
-1

.mg
-1

FaldDH. 

II.1.2.3.3 - Du formaldéhyde au méthanol par YADH 

Lôalcool d®shydrog®nase (5 mg.L
-1

) est incubée à 25 °C en présence de formaldéhyde (5 mM) et 

de NADH (2,5 mM) pendant 30 secondes. La diminution de lôabsorbance ¨ 340 nm du NADH est 

comparée à un blanc sans substrat. De la même manière que pour les deux réactions précédentes, 

lôabsorbance à 340 nm du NADH de lôexp®rience de r®f®rence qui ne contient pas de formald®hyde 

diminue (0,19 µM.min
-1

). La diminution de lôabsorbance à 340 nm de la réaction enzymatique est 

très nettement supérieure (52 µM.min
-1

) et correspond à une activité catalytique de la YADH en 

réduction de 0,0104 µmol.min
-1

.mg
-1

YADH. 

II.1.2.4 - Activité des enzymes en fonction du pH  

Toutes les réactions de réduction ont été conduites sous atmosphère de gaz dans une solution 

saturée soit dôazote pour lô®tude de la formald®hyde d®shydrogénase et de lôalcool d®shydrog®nase, 

soit saturée de dioxyde carbone pour lô®tude de la formiate déshydrogénase afin dôemp°cher 

lôoxydation du NADH par le dioxyg¯ne dissous dans lôeau. Les solutions dôenzymes et de substrats 

ont été préparées dans de lôeau d®min®ralis®e et soniqu®e (30 minutes, 25 ÁC). Lôaugmentation ou la 

diminution de lôabsorbance ¨ 340 nm a ®t® utilis®e pour déterminer les vitesses initiales. Le pH 

optimum des trois enzymes dans leur r®action dôoxydation et de r®duction a ®t® ®tudié dans des 

solutions tampon de phosphate de potassium de pH 4,3 à pH 9. (Fig. 38). 

Lôactivit® de la formiate d®shydrog®nase (0,1 g.L
-1

) en réduction a été mesurée à 25 °C dans une 

microplaque de 96 puits. Na2CO3 (1 mM) a été utilisé comme source connue de CO2 avec une 
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concentration en NADH de 1,5 mM. Lôactivit® en oxydation a été mesurée dans des conditions 

similaires au test standard définies par le fournisseur : tampon phosphate (0,1 M), HCOO
-
 (50 mM), 

NAD
+
 (1 mM), formiate déshydrogénase (20 mg.L

-1
) (Fig. 38-a). Nous avons test® lôactivit® de la 

formaldéhyde déshydrogénase (0.1 g.L
-1

) en réduction à 25°C en présence de HCOO
-
 (2 mM) et de 

NADH (1 mM). Lôactivit® en oxydation a été mesurée dans les conditions similaires au test standard 

définies par le fournisseur : tampon phosphate (50 mM), NAD
+
 (1 mM), HCHO (1 mM), 

mercaptoethanol (10 mM) et formaldéhyde déshydrogénase (0,1 g.L
-1

) (Fig. 38-b). Lô®tude de 

lôalcool d®shydrog®nase (0,01 g.L
-1

) en réduction a été conduite à 25 °C en présence de HCHO (3 

mM) et de NADH (1 mM). Lôactivit® en oxydation a été mesurée dans les conditions similaires au 

test standard définies par le fournisseur : tampon phosphate (0,1 M), NAD
+
 (2,5 mM), EtOH (3,2% 

v/v), et alcool déshydrogénase (0,001 g.L
-1

) (Fig. 38-c). 

 

Figure 38 : Influence du pH sur les vitesses de r®actions dôoxydation () et de réduction ( ). 

(a)- Formiate déshydrogénase. (b)- Formaldéhyde déshydrogénase. (c)- Alcool 

déshydrogénase. 

Les pH optima pour une r®action dôoxydation ou de r®duction varient. En effet, le pH peut 

influencer lô®tat de protonation des acides amin®s situ®s dans la poche catalytique de lôenzyme. Les 

tests effectués rendent compte de cette variation du pH optimum en fonction de la réaction 

considérée. Le pH optimum pour la réaction de réduction effectuée par chacune des trois enzymes 

est similaire (pH 6,5). Côest donc cette valeur de pH qui a été choisie pour tout le reste de lô®tude. 

Les enzymes utilisées pour la réduction du CO2 en méthanol seront donc les plus efficaces à pH 6,5. 

Lô®tude de constantes catalytiques de ces enzymes à pH 6,5 pourra donner de nouvelles indications 

pour la compréhension de la cascade de réduction du CO2 au méthanol. 



CHAPITRE II ï Étude des systèmes biologiques utilisés 

p. 62 

II.1.2.5 - Détermination des mécanismes et constantes cinétiques  

Lô®tude des constantes de Michaelis-Menten permet de connaître lôaffinit® des substrats et du 

cofacteur pour les enzymes. Ces études ont été menées pour les trois enzymes dans un tampon 

phosphate (0,05 M, pH 6,5).  

II.1.2.5.1 - La formiate déshydrogénase, FateDH 

Les constantes cinétiques de la formiate déshydrogénase (10 mg.L
-1

) ont été déterminées en 

oxydation avec NAD
+
 (0-1 mM) et HCOO

-
 (0-500 mM) et en réduction avec NADH (0-5 mM) et 

KHCO3 (0-500 mM) (Fig. 39). 

 

Figure 39 : Représentation de Lineweaver et Burk pour la r®action dôoxydation de FateDH. (a) 

Variations de [NAD
+
]  (0,1 mM, 0,25 mM, 0,5 mM, 0,75 mM et 1 mM) à [HCOO

-
]  fixes 

(droites de haut en bas 25 mM, 50 mM, 100 mM, 250 mM et 500 mM). (b) Variations de 

[HCOO
-
]  (25 mM, 50 mM, 100 mM, 250 mM et 500 mM) à [NAD

+
]  fixes (droites de bas en 

haut 0,1 mM, 0,25 mM et 1 mM). 

La vitesse dôoxydation maximale de lôenzyme FateDH dans ces conditions est 5,6 U 

mgenzymeFateDH
-1

 ce qui est concordant ¨ lôintervalle donn® par le fournisseur industriel, 5-15 U.mg
-1

). 

Les constantes dôaffinit®s KS et de Michaelis-Menten (KM, constante de dissociation) on été 

calculées pour le NAD
+
 (KS = 0,26 mM, KM = 0, 32 mM) et pour le formiate (KS = 5,3 mM, KM = 

6,6 mM). Les tests en réduction on été effectués mais la complexité des résultats obtenus ne nous 

permet pas encore de les interpréter. Un seul article concerne lô®tude des constantes cin®tiques de 

FateDH en réduction, seule la constante de Michaelis pour le CO2 (KM = 30-50 mM) a pu être 

déterminée.
36
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II.1.2.5.2 - La formaldéhyde déshydrogénase, FaldDH 

La formaldéhyde déshydrogénase (10 mg.L
-1

) a été étudiée en oxydation avec NAD
+
 (0-0,5 

mM) et HCHO (0-6,65 mM). Les représentations en double inverse des réactions dôoxydation nous 

ont permis de d®finir certains param¯tres cin®tiques de lôenzyme (Fig. 40). 

 

Figure 40 : Représentation de Lineweaver et Burk pour la r®action dôoxydation de FaldDH. (a) 

Variations de [NAD
+
]  (0,01 mM, 0,025 mM, 0,05 mM, 0,075 mM, 0,1 mM, 0,25 mM et 0,5 

mM) à [HCHO] fixes (droites de haut en bas 0,3 mM, 0,6 mM, 1,3 mM, et 6,6 mM). (b) 

Variations de [HCHO] (0,3 mM, 0,6 mM, 1,3 mM, et 6,6 mM) à [NAD
+
]  fixes (droites de 

bas en haut 0,025 mM, 0,05 mM, 0,1 mM et 0,5 mM)). 

Lôallure des droites indique un m®canisme al®atoire avec une vitesse dôoxydation maximale de 

la FaldDH de 4,8 U.mgenzymeFaldDH
-1

. Les constantes dôaffinit® et de dissociation trouv®es pour NAD
+
 

(KS = 0,14 mM, KM = 3,13 mM) et HCHO (KS = 0,45 mM, KM = 11,14 mM) sont du même ordre de 

grandeur que celles trouvées dans la littérature. Cependant, ces valeurs suivent une tendance 

différente de celle de la littérature (KHCHO<KNAD+), cet écart est certainement dû à une protonation 

différente des acides aminés de la poche catalytique. 

Lôenzyme FaldDH (10 mg.L
-1

) a été étudiée en réduction avec une concentration en NADH fixe 

(1 mM) et une concentration variable de HCOO
-
 (0-40 mM). Lô®tude de la FaldDH en r®duction nôa 

pu nous donner accès aux paramètres cinétiques, cependant nous avons pu observer un effet 

dôinhibition par exc¯s de substrat pour le formiate avec une diminution de la vitesse de conversion à 

haute teneur en HCOO
-
 (Fig. 41). 
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Figure 41 : Vitesses init iales de FaldDH en réduction en fonction de la concentration de formiate. 

On peut déterminer graphiquement la vitesse maximale en réduction de 1,1 U.mg
-1

, la constante 

de Michaelis pour le formiate (KM = 8 mM) et sa constante dôinhibition (KI = 70 mM). 

II.1.2.5.3 - ,ȭÁÌÃÏÏÌ ÄïÓÈÙÄÒÏÇïÎÁÓÅȟ 9!$( 

Lô®tude de lôalcool d®shydrog®nase en oxydation nôa donné aucun résultat significatif, la seule 

étude menée dans ce sens rend compte dôune constante de Michaelis très élevée pour le méthanol 

(Km = 130 mM). Ce résultat est intéressant car il signifierait que lô®quilibre de lôenzyme est d®plac® 

naturellement dans le sens de la réduction du formaldéhyde. Lô®tude de YADH en r®duction (YADH 

= 1 mg.L
-1

) avec une concentration de NADH variant de 0 mM à 0,25 mM, et celle de formaldéhyde 

variant de 0 mM à 100 mM (Fig. 42) permet dôacc®der aux constantes cin®tiques de lôenzyme. 

 

Figure 42 : Représentation de Lineweaver et Burk pour la réduction du formaldéhyde par YADH. (a) 

Variations de [NADH]  (0,025 mM, 0,05 mM, 0,075 mM, 0,1 mM et 0,25 mM) à [HCHO] 

fixes (droites de haut en bas 5 mM, 10 mM et 25 mM). (b) Variations de [HCHO] (5 mM, 

10 mM, 25 mM, 50 mM, 75 mM et 100 mM) à [NADH] fixes (droites de bas en haut 0,025 

mM, 0,05 mM, 0,1 mM et, 0,5 mM)). 
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Lôallure des droites indique un mécanisme aléatoire avec intéraction où la fixation du cofacteur 

NADH facilite celle du substrat HCHO. Lôactivit® maximale trouv®e est 53 U.mgenzymeYADH
-1

 Les 

constantes dôaffinit® et de dissociation pour NADH (KS = 0,09 mM, KM = 0,05 mM) sont proches de 

celles décrites dans la littérature. Pour HCHO, les constantes trouvées sont KS = 13 mM et KM = 23 

mM. Ces données ne sont pas disponibles en littérature mais ces valeurs sont assez similaires à celle 

d®finies pour lôac®tald®hyde. 

II.1.3 - Conclusion  

Afin de pouvoir comprendre les réactions enzymatiques mises en jeux lors de la cascade de 

réduction, la quantité dôenzyme dans les poudres enzymatiques commerciales utilisées doit être 

connue. Les poudres dôenzymes commerciales nô®tant pas toujours de m°me composition, le dosage 

pr®liminaire des prot®ines quôelles contiennent est la première caractérisation à réaliser. Les 

enzymes de la biotransformation ne proviennent pas des m°mes organismes et nôont peut-être pas le 

même pH optimum de fonctionnement. De plus, la valeur du pH optimum est souvent étudiée dans 

la littérature pour un seul type de réaction, lôoxydation, et nous avons montré que le pH optimum 

change lorsque lôont consid¯re les r®actions de réduction. Il faut alors trouver le meilleur compromis 

entre toutes les enzymes impliquées dans la réaction catalytique et définir les meilleures conditions 

de réaction. Nous avons pu déterminer que lôune des premi¯res conditions ¨ utiliser, lors de la 

cascade enzymatique, est de fixer la valeur de pH à 6,5. Celle valeur est le meilleur compromis pour 

toutes les réactions de réduction de la cascade enzymatique. 

Lô®tude des constantes cin®tiques des enzymes permet de relier une masse de poudre utilisée à 

lôactivit® des enzymes. Nous nôavons malheureusement pas pu d®terminer les constantes cin®tiques 

de toutes les réactions de réduction qui auraient pu servir à la détermination mathématique des 

vitesses de réaction de la cascade enzymatique. Seules les constantes pour la YADH ont été 

calculées, les constantes pour la FaldDH ont été approximées et elles nôont pas pu °tre d®termin®es 

pour la FateDH. 

II.2 - Les systèmes de régénération du NADH 

Lors de procédés catalytiques enzymatiques, le cofacteur doit pouvoir être régénéré in-situ pour 

des raisons évidentes de coût. Nous ne détaillerons pas toutes les méthodes de régénération mais 

nous décrirons celles testées dans ces travaux de thèse. Il est à noter que la réduction de coût dôun 
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procédé enzymatique est ®galement possible gr©ce ¨ lôing®nierie des cofacteurs enzymatiques et a 

permis de développer des analogues de cofacteurs beaucoup plus économiques mais aussi plus 

stables in-vitro.
86

  

Les deux méthodes de régénération enzymatiques utilisées sont de type à enzyme couplée. Elles 

consistent ¨ lôajout dôun syst¯me complet comprenant une enzyme et un substrat sacrificiel. Le 

premier syst¯me est compos® de lôenzyme phosphite d®shydrog®nase (PTDH, EC 1.20.1.1) et son 

substrat, le phosphite, qui est oxyd® en phosphate (partie 2.4). Le deuxi¯me syst¯me est lôenzyme 

glycérol déshydrogénase (GlyDH, EC 1.1.1.6) qui oxyde le glycérol en dihydroxyacétone (DHA) 

(partie 2.3) (Fig. 43). 

 

Figure 43 : Schéma des deux méthodes de régénération enzymatique du NADH étudiées : par la 

phosphite déshydrogénase et par la glycérol déshydrogénase. 

Deux systèmes photoactifs ont également été utilisés. Un matériau photoactif à base de nitrure 

de carbone nous a été gracieusement fourni par lô®quipe du Pr Markus Antonietti de lôInstitut Max 

Planck de Potsdam (partie 2.2). Le second système photoactif utilisé est celui mentionné sous le nom 

de « PSII » dans le brevet de B.C. Dave et collaborateurs qui implique lôutilisation de chloroplastes 

isol®s de feuilles dô®pinards.
39

 

II.2.1 - Régénération du NADH par des chloropla stes 

En 1951, W. Vishniac et S. Ochoa ont montr® quôil ®tait possible dôutiliser des syst¯mes 

photosynthétiques naturels extraits de feuilles dô®pinards pour r®g®n®rer le cofacteur NADH.
87

 La 

réduction du NAD
+
 en NADH est permise grâce au travail coordonné de cinq protéines différentes 

(OEC, PSII, Cyt-bf6, PSI, FNR) situées sur la membrane thykaloïde des chloroplastes (Fig. 44) et pas 

seulement la protéine « PSII » comme décrit initialement dans le brevet de Dave.
39
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Figure 44 : Sch®ma dôune membrane thykaloµde. Lô®nergie des photons permet le transfert des 

électrons le long de la membrane thykaloïde au moyen de différents complexes protéiques 

et sont transférés au cofacteur enzymatique NADP
+
 ou NAD

+
 grâce à une enzyme, la 

ferrodoxine réductase (EC 1.18.1.2). 

Dans les cellules de chloroplastes, les membranes thykaloides agissent comme une usine à 

énergie. La lumière active le photosystème de type II (PSII qui possède un dimère de chlorophylles 

activé par l = 680 nm) et permet lôexcitation dô®lectrons qui sont transférés par une plastoquinone 

vers le cytochrome-bf6 puis vers le photosystème de type (PSI). Le « trou » laissé dans le PSII est 

combl® par des ®lectrons provenant de la dissociation de lôeau par un complexe inorganique de 

manganèse (Oxygen evolving complex, OEC). Les électrons sont transférés du cytochrome-bf6 vers 

le phostosyst¯me de type I (PSI) gr©ce ¨ une plastocyanine. Lôexcitation du complexe PSI (qui 

possède un dimère de chlorophylle activé par l = 700 nm) permet le transfert des électrons vers une 

ferrodoxine, subséquemment oxydée par une ferrodoxine réductase permettant la réduction des 

cofacteurs NAD
+ 
ou NADP

+
. 

II.2.1.1 - Isolation du photosystème naturel  

Les membranes thylakoïdes sont isolées des feuilles dô®pinards achet®es au marché le jour 

même de leur utilisation. Elles sont ®queut®es et lav®es abondamment ¨ lôeau distill®e. On p¯se 

123,4 g de feuilles découpées grossièrement et placées dans une solution tampon pH 7 (phosphate de 

potassium, 0,05 M) contenant du NaCl (10 mM), du MgCl2 (5 mM) et du sucrose (0,4 M). Les 

feuilles sont mixées pendant trois minutes à vitesse minimale. La solution obtenue est filtrée sur 

Büchner, le filtrat est recueilli dans un erlenmeyer placé dans la glace. Le filtrat obtenu est 

centrifugé à 4000 tr.min
-1

 pendant 10 minutes à 4 °C. Le surnageant contenant les noyaux et débris 

cellulaires sont décantés. Le culot est resuspendu dans la même solution et centrifugé 15 min à 4000 

tr.min
-1

 à 4 °C. Le surnageant est de nouveau décanté, et le culot resuspendu dans un volume 
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minimal de solution tampon pour obtenir une solution de photosystème naturel contenant les 

chloroplastes. 

Les chloroplastes contenus dans la solution obtenue sont quantifiés par rapport à la quantité de 

chlorophylle quôils contiennent. La chlorophylle est dosée par la méthode de Porra et al.
60

 La 

suspension de chloroplaste est suspendue dans une solution dôac®tone (80% v/v) et lôabsorbance est 

mesurée de 250 à 800 nm (Fig. 45).  

 

Figure 45 : Spectre dôabsorbance de la suspension de chloroplastes. Les maxima dôabsorption ¨ 430 

nm et 663 nm correspondent à la chlorophylle a, ceux à 453 nm et 642 nm à la 

chlorophylle b contenues dans lôextrait. 

La concentration en chlorophylle de lôextrait est de 1,9 g.L
-1

, la suspension de chloroplastes est 

alors congelée dans lôazote liquide et stock®e ¨ -80 ÁC jusquô¨ son utilisation. 

II.2.1.2 - ActiÖÉÔï ÄÅÓ ÃÈÌÏÒÏÐÌÁÓÔÅÓ ÅØÔÒÁÉÔÓ ÄÅ ÆÅÕÉÌÌÅ ÄȭïÐÉÎÁÒÄ 

Les suspensions de chloroplastes sont décongelées dans la glace et leur concentration en 

chlorophylle de lôextrait est ajust®e ¨ 0,3 g.L
-1

 dans un bécher de 20 mL. Le NAD
+
 est ajouté à 0, 2,5 

et 5 mM. La suspension est exposée à une lumière blanche de bureau positionnée à 10 cm du bécher. 

Des aliquots de 0,5 mL sont prélevés, filtrés à 0,20 µm et dilués au 1/15 pour une lecture 

dôabsorbance du NADH à 340 nm. La quantité de NADH produit est recalculée grâce à la relation de 

Beer Lambert (Fig. 46). 
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Figure 46 : Génération du NADH par une suspension de chloroplaste pour différentes concentrations 

init iales de NAD
+
. 

La vitesse initiale de régénération du NADH (pour [NAD
+
] = 2,5 ou 5 mM) est de 0,02 U (U = 

µmol.min
-1
). Le rendement de régénération du NADH atteint 0,3 % (0,3 µmol NADH produit pour 

100 µmol de NAD
+
 initial) après 10 minutes de réaction puis sôarr°te. Ce faible rendement de 

r®g®n®ration du NADH peut sôexpliquer par lôaccumulation du NADH qui m¯ne ¨ lôarr°t du système 

et par la faible stabilité des photosystèmes catalytiques naturels.
87

 

II.2.2 - Régénération du NADH par un matériau photocatalytique  

Les systèmes de régénération biologique sont les plus efficaces de par leur sélectivité et leur 

performances. Cependant lôextraction et la purification sont des proc®d®s coûteux et la stabilité des 

syst¯mes au cours du temps reste ¨ am®liorer, côest pourquoi certaines ®quipes se sont int®ressées à 

lô®tude de syst¯mes photocatalytiques inorganiques. Lô®quipe de M. Antonietti de lôInstitut Max 

Planck de Potsdam a notamment développé un matériau inorganique qui permet la régénération du 

NAD
+
 en NADH par photoactivation dôun motif carbonitride (C3N4) (Fig 47).

88
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Figure 47 : Motif carbonitride C3N4 (jaune) permettant la régénération directe du NAD
+
 en NADH ou 

par lôinterm®diaire dôun m®diateur dô®lectron [CpRh(bpy)(H2O)]
2+

. La triéthanolamine 

(TEOA) permet la régénération du photomatériau. 

Le motif carbonitride photoactif permet lôexcitation dô®lectrons qui sont transf®r®s soit 

directement, soit par lôinterm®diaire dôun complexe de rhodium, au cofacteur NAD
+
. La 

triéthanolamine est ajoutée pour fournir les électrons cédés par le matériau pour la réduction du 

NAD
+ 

et est transformé en sous-produit dôoxydation. Le système est opérationnel à pH 9 sans ajout 

de médiateur, mais son activité décroît rapidement avec la baisse du pH. Ce système inorganique 

semble prometteur, cependant son efficacit® ¨ pH neutre d®pend fortement de lôajout dôun m®diateur 

dô®lectron le [CpRh(bpy)(H2O)]
2+

 qui est toxique pour les enzymes. De plus, ce complexe à base de 

rhodium se fixe sur les acides aminés en surface de la protéine et peut entraîner leur dénaturation.
89, 

90
 Le fonctionnement du système à des pHs plus acide est limité par la capacité du médiateur 

dô®lectron ¨ former un interm®diaire hydrure qui est respon­able de la r®duction du cofacteur NAD
+
. 

Les donn®es de la litt®rature d®crivant lôactivit® maximale du syst¯me sont comparées dans la partie 

2.5.  

II.2.3 - Régénération du NADH par la glycérol déshydrogénase  

Les deux avantages majeurs du système impliquant la glycérol déshydrogénase proviennent des 

propriétés du substrat. Le glycérol est connu pour stabiliser les enzyme libres mais aussi pour 

augmenter la solubilité du dioxyde de carbone en milieux aqueux.
91

 

Lôenzyme glyc®rol d®shydrogénase de Cellulomonas sp (GlyDH, EC 1.1.1.6)  est testée sur une 

large gamme de concentration de substrat et de cofacteur dans les conditions définies dans la partie 

1.3. Lô®tude de lôenzyme a permis de connaître les constantes dôaffinit® et de dissociation (constante 



CHAPITRE II ï Étude des systèmes biologiques utilisés 

p. 71 

de Michaelis) du substrat et du cofacteur enzymatique. Les réactions sont menées dans une 

microplaque de 96 puits avec lecture cin®tique de lôabsorbance du NADH à 340 nm. Le 

spectrophotomètre à plaques est thermostaté à 37 °C, toutes les réactions ont lieu dans un tampon 

phosphate de potassium (50 mM, pH 6,5). La concentration de lôenzyme (GlyDH, 1 mg.L
-1

) est fixe, 

celles du glycérol (0 ï 1M) et du NAD
+
 (0 ï 3 mM) varient. La représentation en double inverse de 

Lineweaver et Burk permet de connaître le mécanisme et les différents paramètres cinétiques de 

lôenzyme (Fig. 48). 

 

Figure 48 : Représentation de Lineweaver et Burk pour la régénération du NADH avec la glycérol 

déshydrogénase (a) Variation de [NAD
+
]  (0,25 mM, 0,5 mM, 1 mM et 3 mM) à [Glycérol]  

fixes (droites de haut en bas 50 mM, 100 mM, 500 mM et 1000 mM). (b) Variation de 

[Glycérol]  (50 mM, 100 mM, 250 mM, 500 mM et 1000 mM) à [NAD
+
]  fixes (droites de bas 

en haut 0,1 mM, 0,25 mM, 1 mM et 3 mM)). 

Les vitesses initiales sont déterminées à partir de la partie linéaire de formation du NADH (sur 

10 minutes de réaction). Les représentations en double inverse nous indiquent que lôenzyme glyc®rol 

déshydrogénase catalyse la réaction de réduction du NAD
+
 en NADH par un mécanisme bi-bi 

aléatoire avec quasi-®quilibre (lôacte catalytique est lent devant les associations/dissociations 

enzyme-substrat) et une fixation indépendante du substrat et du cofacteur. La constante de Michaelis 

du NAD
+
 est KM = 0,7 mM et celle du glycérol est KM = 138 mM. La vitesse maximale de la 

r®action de lôenzyme est de 1,25 U.mgGlyDH
-1

 à pH 6,5. 

II.2.4 - Régénération du NADH par la phosphite déshydrogénase  

La phosphite déshydrogénase a consid®rablement attir® lôattention en biotechnologie pour la 

régénération du cofacteur NADH lors de la synthèse enzymatique de produits enantiomériquement 
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purs.
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 La constante dô®quilibre de lôoxydation du phosphite par PTDH (K = [HPO3
2-
][H2O] / 

[HPO4
2-

] = 10
11 

à pH 7,25 et à 25 °C)
93

 indique que la r®action dôoxydation du phosphite est quasi 

irréversible. De plus, aucun sous-produit nôest g®n®r® car lôoxydation du phosphite donne du 

phosphate qui, dans le cas étudié, est utilisé comme agent tampon dans la réaction enzymatique de 

réduction du CO2. 

II.2.4.1 - Production de la phosphite déshydrogénase  

Escherichia coli est la bactérie la plus utilisée pour la surexpression de protéines recombinantes. 

La méthode par culture de cellules en fiole dôErlenmeyer permet dôobtenir des rendements de 30% à 

50% en masse de protéine surexprimée par masse de protéine totale. La quantité de cellules par 

volume de culture reste le facteur limitant dans la production de protéines recombinantes. Le 

développement de conditions adaptées pour la culture de cellules à haute densité, initié par D. 

Riesenberg en 1991, passe nottament par la définition des milieux synthétiques définis permettant 

une grande reproductibilité des expériences. Cette technique permet dôaugmenter la concentration 

des cellules et donc de protéines recombinantes de plusieurs ordres de grandeur.
94

 Dans ce cas, côest 

la qualité de la protéine qui est le facteur limitant. La composition des solutions tamponnées 

spécifique à la production des protéines (milieu Luria Bertini (LB), milieu Terrific Broth (TB) et 

milieu Riesenberg) et à la purification de protéines (tampon de chargement (SBA), tampon de lavage 

(SBB), tampon dô®lution (EB) et tampon de conservation (CB)) sont tous décrits en annexe. 

LôADN recombinant de la phosphite d®shydrog®nase obtenu auprès du Professeur H.M. Zhao 

(University of Illinois, USA) nous a été fourni transformé dans des cellules compétentes (souches E. 

coli BL21 StarÊ (DE3) identifiée par la suite BL21*(DE3)) contenant le plasmide (pET15b-

PTDH12x, Amp). Pour produire les protéines, ces cellules stockées à ï80 °C ont été décongelées 

dans un mélange glace/carboglace à -20 ÁC. Elles sont ensuite stri®es sur plaque dôagarose (0,75 

grammes dôAgar pour 50 mL de milieu) contenant le milieu de culture Luria Bertini en présence 

dôampicilline (LB-Amp) et cultivées toute la nuit. Tout le matériel utilisé pour les cultures est 

systématiquement autoclavé (30 minutes à 121 °C). 

II.2.4.1.1 - Production en ÆÉÏÌÅÓ Äȭ%ÒÌÅÎÍÅÙÅÒ 

II.2.4.1.1.1 - Culture 

Une colonie isolée sur la plaque de culture et contenant le plasmide (pET15b-PTDH12x, Amp) 

est reprise dans 5 mL de milieu LB-Amp et cultivée 12 heures à 37 °C sous agitation à 150-250 
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tr.min
-1

 (Fig. 49). La solution est diluée au 1/100
ème

 dans 200 mL de milieu Terrific Broth contenant 

de lôampicilline (TB-Amp) et cultivée à 37 °C sous agitation mécanique (250 tr.min
-1

) avec ajout de 

glycérol (20 g.L
-1

) comme source de carbone. La turbidité du milieu est contrôlée régulièrement par 

suivi de la densit® optique (DO) ¨ 600 nm. Lôexpression de la prot®ine recombinante est induite par 

ajout dôisopropyl ɓ-D-1-thiogalactopyranoside (IPTG) (CF = 0,3 mM) lorsque les cellules entrent 

dans leur phase de croissance exponentielle (DO600 comprise entre 0,2 et 1) (Fig. 49). 

 

Figure 49 : Schéma de culture en fioles dôErlenmeyer de la PTDH. 

La phase de production de la protéine est maintenue 12 heures à 37 °C puis la suspension de 

cellules est centrifugée 15 minutes à 4 °C à 4 500 tr.min
-1

. Le surnageant est décanté et les cellules 

resuspendues dans un volume minimum de tampon de chargement (SBA). Pour proc®der ¨ lô®tape 

de lyse, la suspension cellulaire, placée dans des tubes Falcons, dans un bain marie de glace subit un 

traitement de sonication (3 minutes, 25% puissance) puis centrifugée (15 minutes, 5 000 tr.min
-1

 à 4 

°C) pour se débarrasser des plus gros débris cellulaires. Le surnageant est récupéré, une pointe de 

spatule de DNase est ajouté pour fluidifier la solution et le tube est re-centrifugé (40 minutes, 10 000 

tr.min
-1

 à 4 °C) puis la solution est filtrée à 0,25 µm. La protéine recombinante est alors purifiée sur 

colonne IMAC Ni
2+

 (HisTrap 1 mL, GE Healthcare).  

II.2.4.1.1.2 - Purification  

La purification de la protéine se fait par chromatographie dôaffinit® sur colonne de nickel 

(IMAC Ni
2+

, HisTrap 1 mL, GE Healthcare). Le contrôle de la pureté de la protéine produite en 
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fioles dôErlenmeyer se fait par électrophorèse sur gel de polyacrylamide en condition dénaturante 

(SDS-PAGE) (Fig. 50). 

 

Figure 50 : Electrophorèse sur gel SDS PAGE des fractions obtenues lors des étapes de purification 

de PTDH12x. Les poids moléculaires des bandes du marqueur sont indiqués en kDa. Le  

poids moléculaire attendu de PTDH12x est de 36 kDa. 

La protéine surexprimée (PTDH12x, 36 kDa) nôest que peu sécrétée en dehors de la cellule mais 

une prot®ine dôenviron 140 kDa est elle pr®sente en grande quantit® (Fig. 50, piste Culot). La lyse 

des cellules entraîne le relargage de toutes les protéines participant au fonctionnement de la cellule, 

et ces dernières sont récupérées dans le surnageant de lyse (Fig. 50, piste surnageant). La colonne 

IMAC est lav®e par 10 mL dôeau MQ ¨ 1 mL.min
-1

, activée par passage dôune solution de sulfate de 

nikel ([NiSO4] = 0,4 M) et équilibrée avec le tampon de chargement (SBA). La suspension est 

déposée et les protéines sont rincées avec 2 fois 10 mL de tampon SBA, la majeure partie des 

prot®ines nôont aucune affinit® pour la colonne et sont éluées (Fig. 50, piste non-retenue et piste 

lavages). En ajoutant 10 mM dôimidazole dans la solution pour les lavages (tampon SBB, 50 mL), 

les protéines contaminantes fix®es faiblement se d®crochent alors que la prot®ine dôint®r°t qui 

possède une étiquette histidine reste liée au nickel (Fig. 50, piste imidazole 10 mM). Le passage de 

la solution dôhistidine ¨ 500 mM (tampon dô®lution, EB) permet dô®luer la prot®ine purifi®e, des 

fractions de 1 mL sont collectées et qualitativement dosées par le réactif de Bradford. Les fractions 

contenant la protéine sont rassemblées (Fig. 50, piste 500 mM), la bande à 36 kDa correspond à un 

monomère de la protéine, celle à 140 kDa représente probablement des protéines dénaturées qui se 
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sont agglomérées par interactions hydrophobes, formant des corps dôinclusion. Les fractions 

rassemblées sont dessalées sur un montage à deux colonnes montées en série (HiTrap 5 mL, GE 

Healthcare). Les colonnes de dessalage sont lavées avec 40 mL dôeau MQ et ®quilibr®es par le 

tampon de conservation. Les fractions rassemblées sont alors déposées et éluées par le même 

tampon de conservation, plusieurs fractions sont collectées et dosées qualitativement par le réactif de 

Bradford. Les fractions les plus concentrées sont rassemblées pour être stockées à ï 80 °C. La 

concentration en protéines est déterminée par absorbance UV à 280 nm en utilisant la solution 

tampon dans laquelle est stock®e lôprotéine comme solution de référence. La concentration de la 

solution stock de protéines est mesurée par absorbance à 280 nm, la concentration est de 17,4 g de 

protéines par litre de solution. 

II.2.4.1.2 - Production en fermenteur  

II.2.4.1.2.1 - Culture 

Les milieux de culture utilisés sont le TB et le milieu Riesenberg décrits en annexe. La veille de 

la culture, une colonie isolée contenant le plasmide pET15b-PTDH12x est inoculée dans 100 mL de 

milieu TB-Amp (annexe) pour 15 heures à 37 °C. La préculture est diluée (1% v/v) pour une 

seconde préculture de 24 heures à 37 °C dans un milieu TB-Amp (Fig. 51). 

 

Figure 51 : Schéma de culture en fermenteur. 

Lorsque la densité optique de la seconde préculture atteint 3,10 (DO600nm), les cellules sont 

récupérées par centrifugation (5 000 tr.min
-1

, 20 °C, 5 minutes) et transférées dans le fermenteur. Le 

milieu de culture contient diff®rents oligo®l®ments, lôantibiotique ampicilline, de lôantimousse et du 
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glycérol qui constituent les 0,5 L du milieu de culture Riesenberg.
94

 La nouvelle absorbance à 600 

nm (DO600) de la suspension cellulaire diluée dans le milieu Riesenberg est alors de 0,6 (Fig. 52). 

 

Figure 52 : Contr¹le de la croissance de culture cellulaire par mesure dôabsorbance ¨ 600 nm 

(courbe grise). Contrôle des phases de culture par mesure de la pression partielle 

dôoxyg¯ne (PO2, courbe noire).Lôexpression ¨ lieu en cinq phases, un 1
er

 batch de glycérol 

(A) suivi dôun second (B) puis vient la culture Fed-Batch (C) avec une phase de croissance 

linéaire (D) et la phase dôexpression des prot®ines (E). 

Tout les paramètres de culture en fermenteur sont contrôlés en ligne par ordinateur. Seules les 

mesures dôabsorbance de la solution ¨ 600 nm sont contrôlés hors ligne. La première phase de 

croissance des cellules dure pendant 19 h (avec un ajout de glycérol après 7 heures), les cellules se 

multiplient et consomment de plus en plus dôoxyg¯ne (Fig. 52-A). Lorsque du glycérol est à 

nouveau ajouté, il est consommé intégralement en 2 heures (DO finale = 14) (Fig. 52-B). La culture 

à taux de croissance fixe (Fed-Batch, µ=0,1 h
-1

) a ensuite eu lieu pendant 11 heures. La vitesse 

dôajout de glyc®rol, qui contr¹le le taux de croissance des cellules, est calcul® gr©ce ¨ lô®quation de 

Kark.
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 Le contrôle du pH se fait par ajout dôhydroxyde dôammonium (Fig. 52-C). La croissance est 

ensuite linéaire pendant 14 heures suppl®mentaires, la vitesse dôagitation est augment®e apr¯s 40 

heures de culture pour maintenir la pression partielle dôoxyg¯ne (PO2) supérieure à 20% (Fig. 52-D). 

Si la PO2 diminue en dessous de 10% les cellules sôasphyxient sont privées dôoxyg¯ne et meurent. 

Lorsque la DO600 atteint 96, lôexpression de la prot®ine recombinante est induite par lôajout dôIPTG 

(Cf = 0,1 mM). La m®thode de feeding alors utilis®e est appel®e pH stat, lôajout de carbone 

(glycérol) et de base (NH4OH) est contrôlé par un algorithme (annexe) pendant les 20 heures que 

dure la phase dôexpression (Fig. 52-E). La DO600 nôaugmente plus car les cellules ont cess® de se 
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développer et utilisent le glycérol pour la fabrication des protéines. La suspension cellulaire est 

ensuite récupérée et les cellules sont lysées par ultrasons, un bout de spatule de DNAse est ajouté 

pour fluidifier la solution. Les protéines sont alors récupérées dans le surnageant après centrifugation 

(5 000 tr.min
-1

, 1 heure, 4 °C) 

II.2.4.1.2.2 - Purification 

La purification des protéines produites en fermenteur se fait par chromatographie de perfusion 

avec détection par UV et par conductimétrie. La détection UV à 280 nm permet de récupérer les 

protéines qui sont éluées avec le tampon SBA. Après équilibration de la colonne avec le tampon 

SBA, la suspension de protéines obtenues après lyse des cellules et centrifugation est chargée dans la 

colonne. Les protéines fixées par leur étiquette histidine sont lavées avec le tampon SBB et éluées 

avec le tampon EB (annexe) (Fig. 53).  

 

Figure 53 : Allure du chromatogramme obtenu pour la purif ication des protéines. La fraction non 

retenue est ®lu®e directement avec le tampon de chargement (SBA, pas dôimidazole). Les 

protéines faiblement accrochées sont éluées avec le tampon de lavage (SBB, 10 mM 

dôimidazole). La prot®ine dôint®r°t est ®lu®e par le tampon dô®lution (EB, 500 mM 

dôimidazole). 

Le dessalage de la suspension de prot®ines qui contient lôimidazole ¨ 0,5 M se fait par 

ultrafiltration (Amicon® Ultra-15 30k centrifugal Filter Device). Le tube à filtrer laisse passer toutes 

les protéines de poids moléculaire inférieur à 30 kDa (30 000 g.mol
-1

) permettant la purification de 

la PTDH (M = 36 415 g.mol
-1

). La solution de protéine est dosée par la méthode BCA. On obtient 

une solution de 6,5 g de protéines par litre de solution. 

II.2.4.2 - Comparaison des méthodes de production  

La production de protéines recombinante en fioles dôErlenmeyer est limitée par la quantité de 

cellules pouvant se d®velopper. La production en fermenteur est limit®e par lôactivit® de la protéine 
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recombinante. La production en fioles dôErlenmeyer a permis de produire un total de 28 mg de 

protéine pure alors que la culture en fermenteur permet la production de 3 fois plus de protéines 

recombinantes (100 mg), notamment gr©ce ¨ la phase dôalimentation ç Fed-Batch » (Fig. 52) qui 

permet de maintenir constante la haute densité cellulaire pendant toute la phase dôexpression de la 

protéine.
96

 Lôactivit® des deux lots est alors mesur®e dans les m°mes conditions, ¨ 25 ÁC dans un 

tampon phosphate de potassium en présence de NAD
+
 (1 mM) et de phophite (1,5 mM). Lôactivité 

de lôenzyme produite en fioles dôErlenmeyer est deux fois supérieure à celle produite en fermenteur 

(1,3 U.mg
-1

 pour lôenzyme produite en fioles dôErlenmeyer contre 0,7 U.mg
-1

 pour lôenzyme 

produite en fermenteur) car les conditions dôexpression de lôenzyme en fioles dôErlenmeyer ont été 

optimisées par le Professeur Zhao et ses collaborateurs. En fermenteur, le milieu de culture semble 

propice ¨ la production dôune grande quantit® de protéines mais pas à une production importante de 

lôenzyme dôinter°t ou alors de stabilité moindre. 

II.2.4.3 - Propriétés de la phosphite déshydrogénase  

La phosphite déshydrogénase produite en fioles dôErlenmeyer (1 mg.L
-1

) est testée en présence 

de différentes concentrations de Na2HPO3 (0 ï 25 mM) et de NAD
+
 (0 ï 3 mM) afin dôacc®der aux 

représentations en double inverse de Lineweaver et Burk (Fig. 54).  

 

Figure 54 : Représentation de Lineweaver et Burk de lôoxydation du phosphite par PTDH. (a) 

Variation de [NAD
+
]  (0,1 mM, 0,25 mM, 0,5 mM, 0,75 mM, 1 mM et 3 mM) à [Na2HPO3]  

fixes (droites de haut en bas 0,05 mM, 1 mM et 25 mM). (b) Variation de [Na2HPO3]  (0,05 

mM, 0,1 mM, 0,5 mM, 1 mM, 5 mM et 10 mM) à [NAD
+
]  fixes (droites de bas en haut 0,05 

mM, 0,1 mM  et 0,75 mM)). 
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Concernant lô®tude de la phosphite déshydrogénase, la catalyse est de type bi-bi aléatoire où la 

fixation dôun des substrats facilite celui du second. Les constantes catalytiques déterminées lors de 

lô®tude indiquent que le phosphite a plus dôaffinit® pour lôenzyme que nôen a le cofacteur NAD
+
. 

Cela va dans le sens dôune r®action quasi irr®versible d®crite par T.W. Johannes et ses 

collaborateurs.
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 Les constantes dôaffinit® et de Michaelis à pH 6,5 pour la glycérol déshydrogénase 

(KM(NAD+) = 0,7 mM, KM(glycérol) = 138 mM) sont, pour NAD
+
, KS = 0,38 mM, KM = 0,57 mM ; pour 

le phosphite KS = 0,08 mM, KM = 0,11 mM. La vitesse maximale de génération du NADH par la 

phosphite déshydrogénase est de 3,5 U.mgPTDH
-1

, supérieure à celle obtenue avec la glycérol 

déshydrogénase (1,2 U.mgGlyDH
-1

). Les constantes cinétiques définies avec les vitesses initiales ont 

été faites sur la partie linéaire de génération du NADH (1 à 10 minutes selon les réactions). 

II.2.5 - Comparaison des systèmes de régénération du NADH  

Les systèmes de régénération ont été comparés pour leur activité en fonction du pH (Fig. 55) et 

au cours du temps (Fig. 56). Pour lô®tude de lôactivit® relative des diff®rents syst¯mes en fonction du 

pH, la concentration des enzymes (PTDH, GlyDH) est fixée à 10 mg.L
-1

, celle du NAD
+
 à 1 mM 

dans un tampon phosphate pH 6,5 à 0,1 M. Afin de pouvoir observer la formation du NADH à 340 

nm, la concentration en substrat est ajustée séparément : 1,5 mM pour Na2HPO3 et 140 mM pour le 

glyc®rol. La gamme de pH sô®tend de pH 4,5 ¨ pH 9,3. Ces activités ont été comparées avec le 

photosystème synthétique présenté dans la ref [15] qui ont été effectué dans les conditions 

suivantes : le matériau photoactif synthétique (mpg-C3N4, 2 g.L
-1

) a été testé dans la littérature en 

solution dans un tampon phosphate (0,1 M) en présence du substrat TEOA (15 % w/v) de NAD
+
 (1 

mM) et avec ou sans médiateur ([CpRh(bpy)(H2O)]
2+

, 0,25 mM) (Fig. 55). Les chloroplastes qui 

sont instables lorsque le pH varie nôont pas ®t® test®s.
87
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Figure 55 : Influence du pH sur lôactivité relative des deux systèmes enzymatiques choisis pour la 

régénération du NADH, la phosphite déshydrogénase (PTDH) et la glycérol 

déshydrogénase (GlyDH). Comparaison avec le photosystème synthétique 

([CpRh(bpy)(H2O)]
2+

) avec ou sans médiateur (selon la réf. [ 88] ).  

Le pH optimum de ces systèmes de régénération du NADH est relativement différent. Seule la 

PTDH a un pH optimum à pH 6,5, pH choisi pour le système polyenzymatique de la réduction du 

CO2 en méthanol. La GlyDH et le photosystème synthétique sont plus actifs à pH 9. Les différents 

systèmes de régénération ainsi que les chloroplastes ont été étudiés dans le temps à pH 6,5-7 La 

suspension de chloroplastes a été diluée à 0,3 g.L
-1

 dans un tampon phosphate 0,05 M pH 7. Le 

cofacteur sous forme réduite a ensuite été ajouté ([NAD
+
] = 5 mM) et la suspension de chloroplastes 

a été exposée à un flux lumineux constant de 1650 lux (la suspension est plac®e ¨ 10 cm dôune 

lampe de bureau). Les deux enzymes PTDH et GlyDH (10 mg.L
-1

) ont été incubées en présence de 

leur substrat (Na2HPO3, 0,5 M et glycérol, 0,5 M respectivement) et du cofacteur oxydé (NAD
+
, 1 

mM). Ces 3 systèmes de régénération du NADH ont été comparés aux données de la littérature pour 

le photosytème synthétique (mpg-C3N4). Le motif carbonitride graphitique mésoporeux (mpg-C3N4, 

2 g.L
-1

) a été exposé à une source de lumière de 400 W émettant à la longueur dôonde sp®cifique de 

420 nm. Des concentrations du cofacteur NAD
+
 de 1 mM, du m®diateur dô®lectrons de 0,25 mM et 

du substrat TEOA de 15% w/v ont permis dôobserver lôaugmentation de la concentration de NADH 

spectroscopiquement à 340 nm. Ces valeurs ont été reportées sur la figure 55 pour être comparées 

avec celles des deux enzymes de régénération et celle du photosystème naturel. 
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Figure 56 : Comparaison des différents systèmes de régénération (GlyDH + glycérol, PTDH + 

phosphite, mpg-C3N4 + [CpRh(bpy)(H2O)]
2+

 + TEOA + lumière, chloroplastes + lumière) à 

pH 6,5-7 avec [NAD
+
]  = 1 mM. 

La régénération du NADH par le photosystème synthétique mpg-C3N4 (+ médiateur) et par la 

phosphite déshydrogénase sont les plus efficaces. En termes de rendements, la PTDH produit 0,45 

mM de NADH en 45 minutes et la course de régénération du cofacteur semble continuer (Fig. 56-

violet). Le rendement du photosystème synthétique est identique à celui de la PTDH mais arrive à 

son taux de régénération maximum dans ces conditions (Fig. 56-vert). Le rendement des deux autres 

systèmes avec la GlyDH et les chloroplastes est limité dans ces conditions de réaction et atteignent 

un plateau apr¯s 10 minutes de r®action. Cela peut °tre d¾ ¨ lôaccumulation des produits qui m¯nent 

¨ lô®tat dô®quilibre des systèmes. 

Les deux systèmes enzymatiques peuvent être comparés en termes de TTN 

(TotalTurnoverNumber sur 45 minutes, le nombre de moles de produit par nombre de sites actifs 

enzymatiques) et de TOF (TurnOverFrequency sur 2 minutes, qui est un TON par unité de temps). 

Pour connaitre la taille et le nombre de sites actifs des enzymes, la plateforme Brenda-Enzyme 

administrée par S. Placzek
97

 regroupe la plupart des informations concernant les ®tudes dôenzymes 

qui ont été publiées. La phosphite déshydrogénase utilisée est un homodimère de 72 kDa, la glycérol 

déshydrogénase un homo-octamère de 316 kDa. Les valeurs de TOF calculées (13 s
-1

 pour GlyDH, 9 

s
-1

 pour PTDH) sont similaires mais le TTN de PTDH est bien supérieur (6000 pour GlyDH contre 

16600 pour PTDH) ce qui confirme que lôenzyme PTDH est le syst¯me enzymatique le plus 

approprié pour la régénération du NADH lors de la cascade enzymatique. 
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II.2.6 - Conclusion  

Lorsque la capacité de régénération du NADH de lôenzyme produite au sein du laboratoire 

(PTDH) est comparée aux autres systèmes étudiés, il apparaît que son domaine de stabilité en pH est 

le plus approprié. La réaction de réduction du NADH est quasi irréversible, ce qui limite lôarr°t du 

syst¯me ¨ cause de lôaccumulation du produit comme pour la glycérol déshydrogénase. De plus, la 

vitesse maximale de lôenzyme PTDH est plus ®lev®e que celle de la GlyDH. Les deux systèmes 

phototropiques présentent des limitations : la stabilité pour le système naturel, et lôajout de 

médiateurs toxiques pour les enzymes dans le cas du photomatériau. Le système le plus approprié 

pour régénérer le cofacteur NAD
+
 est donc celui utilisant la phosphite déshydrogénase et le 

phosphite comme substrat. 

II.3 - La cascades enzymatiques 

Les cascades de réactions enzymatiques sont un processus naturel que les biochimistes savent 

imiter in-vitro. Le développement de ces techniques permettra à terme de développer des 

biomanufactures synthétiques aux nombreux avantages : lôaugmentation des rendements et des 

vitesses de réaction dans des conditions plus douces que celles utilisées en chimie fine, et le 

développement de nouvelles cascades synthétiques pour la production de produits à haute valeur 

ajoutée. La mise au point de cascades synthétiques peut également permettre de déplacer les 

équilibres naturels des réactions enzymatiques vers la formation de produits souhaités.
98

 Palmorre et 

ses collaborateurs sont les premiers à étudier cette cascade enzymatique. Ils r®alisent lôoxydation en 

cascade du méthanol au CO2 en utilisant un intermédiaire rédox combiné à une électrode.
99

 En 

combinant les travaux préliminaires de U. Rusching et ses collaborateurs et ceux de G.T.R Palmore 

et ses collaborateurs, B. C. Dave réalise, pour la première fois, la réduction du CO2 en méthanol, une 

année plus tard.
36, 37

 La plupart des procédés multi-enzymatiques décrits dans la littérature rendent 

compte de lôam®lioration des vitesses de r®action mais ne font que tr¯s rarement ®tat de lô®tude 

rationnelle de la quantité relative de chacun des biocatalyseurs. Nous avons étudié le système à trois 

enzymes pas ¨ pas. Tout dôabord lôétude des enzymes libres, puis deux à deux dans le but de définir 

le rapport optimal entre chacune des trois enzymes.
100, 101

 Nous avons également étudié les différents 

systèmes de régénération pouvant être combinés à la cascade enzymatique. 
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II.3.1 - Optimisation du système à trois enzymes  

Lôoptimisation du syst¯me ¨ trois enzymes se fait en optimisant les enzymes deux ¨ deux. La 

quantité de la deuxième enzyme varie jusqu'à ce que la production du substrat final soit maximal 

(production de HCHO pour lôoptimisation du rapport FateDH/FalDH ou de CH3OH pour 

lôoptimisation du rapport FaldDH/YADH). Toutes les solutions sont préparées dans des tubes 

Eppendorf de 0,6 mL et menées sous atmosphère saturée de CO2 ou de N2 pour ®viter lôoxydation du 

NADH par le dioxyg¯ne de lôair. Lôeau utilis®e est déminéralisée (résistance de 16 MOhm) et 

préalablement soniquée 30 minutes à 25 °C pour évacuer le dioxygène dissous. Les réactions sont 

thermostatées à 37 °C dans une étuve (mini hybridization oven, Appligen). La détermination du 

rapport optimum entre la FateDH et la FaldDH se fait sous conditions fixes. Les solutions sont 

tamponnées à pH 6,5 (phosphate de potassium, 0,1 M) avec lôenzyme FateDH (0,1 g.L
-1

) et le 

cofacteur NADH (10 mM). Le substrat CO2 est ajouté sous forme de carbonate de potassium 

([KHCO3] = 100 mM). La concentration de lôenzyme FaldDH est variée de 0 à 1,5 g.L
-1

. Les 

réactions sont conduites sous atmosphère saturée de CO2, pendant 72 h à 37 °C. Le meilleur rapport 

entre FaldDH et YADH a également été étudié en conditions fixes dans une solution tampon 

(K2HPO4/KH2PO4 0,1 M, pH 6,5) avec lôenzyme FaldDH (0,1 g.L
-1

) le cofacteur NADH (10 mM) et 

le substrat HCOO
-
 (100 mM). La concentration de lôenzyme YADH est la seule à varier de 0 à 1 g.L

-

1
. Les réactions durent 22 heures sous atmosphère inerte dôazote à 37 °C. 

Lôoptimisation de la quantit® relative de FaldDH par rapport à celle de FateDH est contrôlée en 

mesurant la concentration de formaldéhyde produit après 72 heures de réaction (Fig. 57-a). La 

quantit® optimale dôalcool d®shydrog®nase par rapport ¨ la quantit® de formald®hyde 

déshydrogénase est définie après quantification du méthanol, produit à partir de formiate, au bout de 

22 heures de réaction (Fig. 57-b). 
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Figure 57 : (a) Influence de la quantité relative de FateDH et FaldDH sur la conversion du CO2(g) 

en formaldéhyde à concentration fixe de FateDH (0,1 g.L
-1

) après 72 h avec KHCO3 (100 

mM) comme substrat. (b) Influence de la quantité relative de FaldDH et YADH sur la 

conversion du formiate en méthanol à concentration fixe de FalDH (0,1 g L
-1

) en 22 h avec 

HCOO
-
 (100mM) comme substrat. Toutes les réactions sont effectuées dans un tampon 

phosphate (0,1 M, pH 6,5) en présence de NADH (10 mM). 

Les masses données représentent celles des poudres dôenzymes commerciales utilisées. Le 

rapport massique optimum entre les trois poudres commerciales est donc de 0,01, 0,15 et 0,75 g.L
-1
 

pour la FateDH, FaldDH et YADH, respectivement. En prenant en compte la quantité de protéines 

réellement présentes dans les poudres commerciale, le rapport massique de protéines est de 1, 13, 

295 mg pour la FateDH, FaldDH et YADH, respectivement. 

Le rapport massique entre les poudres commerciales est le seul pouvant être comparé à la 

littérature, il diffère des études antérieures qui ont étés menées sur 8 années et font état de masses 

identiques de poudres commerciales pour les 3 enzymes dans le cas de B.C. Dave
37, 39, 40

 ou de 

masses différentes dans le cas de Z.Y. Jiang et ses collaborateurs (7 g, 2 g, 2 g ou 9 g, 9 g, 2 g pour 

la FateDH, FaldDH et YADH, respectivement)
41, 45

 sans quôaucune explication ne soit donnée.  

II.3.2 - Optimisation du système trienzymatique avec régénération du NADH  

II.3.2.1 - Influence de la régénération du NADH par PTDH  

La quantité relative du meilleur système pour la régénération du NADH a été étudiée sur le 

système tri-enzymatique optimisé (FateDH/FaldDH/YADH à 10 mg.L
-1

 150 mg.L
-1

 et 750 mg.L
-1

, 

respectivement). Les concentrations de NADH (10 mM) et KHCO3 (50 mM) sont fixes, la quantité 

de phosphite déshydrogénase a été variée de 0 à 6,1 g.L
-1
. Il sôagit ici de grammes de protéine 
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purifié, car la PTDH a été directement produite et purifiée au laboratoire. Le substrat de lôenzyme de 

régénération (Na2HPO3) est ajouté en excès (50 mM). Les tubes sont purgés avec du dioxyde de 

carbone gazeux et incubés 65 heures à 37 °C. En fin de réaction, le méthanol est détecté et quantifié 

par la m®thode de lô®talon interne (Chap1, section 1.3.6) (Fig. 58). 

La quantité relative des enzymes de la cascade de réduction étant optimisée et le système de 

régénération le plus adéquat choisi, il faut trouver le meilleur rapport entre les enzymes de la bio-

conversion et lôenzyme qui sert à régénérer le NADH, la phosphite déshydrogénase, PTDH. En se 

plaçant dans des conditions fixes de substrat, la disponibilité du NADH pour la biotransformation 

dépend de la quantité de PTDH ajoutée. 

 

Figure 58 : Influence de la concentration de PTDH pour le système trienzymatique (FateDH, FaldDH, 

YADH) de réduction du CO2 en méthanol. Conditions :  tampon phosphate (0,05 M, pH 6,5, 

[FateDH]  = 10 mg.L
-1

, [FaldDH] = 150 mg.L
-1

,  [YADH] = 750 mg.L
-1

, en présence du 

cofacteur enzymatique [NADH] = 10 mM, dôune source de CO2 [KHCO3] = 50 mM et de 

[Na2HPO3]  = 50 mM. 

Un palier de production du méthanol est atteint pour une  concentration de lôenzyme de 

régénération de 3,8 g.L
-1
, côest cette concentration optimale qui sera gard®e pour la suite de lô®tude. 

II.3.2.2 - Influence de la concentration du cofacteur NADH  

Deux cas ont ®t® ®tudi®s, pour mettre en ®vidence lôinfluence de la quantité de cofacteur : (1) 

sans système de régénération du cofacteur, (2) avec la PTDH. Pour le cas sans système de 

régénération, les 3 enzymes (FateDH, FakdDH et YADH) dans leurs proportions optimales (10, 150, 

750 mg.L
-1

, respectivement) ont été incubées dans 0,1 mL de solution tampon (phosphate de 

potassium, 0,1 M, pH 6,5) en présence de KHCO3 (50 mM) et de différentes quantités de NADH (0 

M ï 0,2 M). Les conditions de réaction sont fixes pour chacune des différentes concentrations de 

NADH. Les solutions sont préparées dans des tubes Eppendorf de 0,6 mL dont lôespace vide (0,5 
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ml) est rempli de dioxyde de carbone gazeux. Les tubes sont incubés à 37 °C pendant 65 h. En fin de 

r®action, 90 ÕL de la solution sont m®lang®s ¨ 10 ÕL dô®talon interne et injectés en GC - FID pour la 

détection du méthanol. 

Pour le cas des 3 enzymes optimis®es avec lôenzyme de r®g®n®ration du NADH optimis®, la 

quantité du cofacteur NADH a été étudiée dans des conditions fixes. Les enzymes 

(FateDH/FaldDH/YADH à 10/150/750 mg.L
-1

 de poudre commerciale, respectivement, et PTDH 

produite en flasque à 3,8 g.L
-1

 dôenzyme pure, ont été incubées dans un tampon phosphate (0,05 M, 

pH 6,5) à 37°C en présence de KHCO3 (50 mM), Na2HPO3 (50 mM) et différentes concentration de 

NADH de 0 à 0,2 M. Les r®sultats dôanalyse des concentration en m®thanol des ®chantillons, après 

48 h, en fonction de la concentration en méthanol, sont donnés sur la Figure 59. 

De façon générale, la concentration de nicotinamide adénide dinucléotide (ɓ-NADH) qui sert de 

navette dô®lectrons et de protons entre la cascade enzymatique et le syst¯me de r®g®n®ration ¨ une 

influence importante sur les capacités de production du bioprocédé (Fig. 59). Des études antérieures 

sur le système trienzymatique ont montré que les rendements étaient meilleurs lorsque cette 

concentration en cofacteur était augmentée.
37, 41

 

 

Figure 59 : I nfluence de la quantité init iale du donneur dô®lectrons NADH. Conditions : solution 

tampon phosphate (0,1 M pH 6,5), [FateDH]  = 10 mg.L
-1

, [FaldDH]  = 150 mg.L
-1

, [YADH] 

= 750 mg.L
-1

, [KHCO3]  = 50 mM. Réaction sous atmosphère saturée en CO2 à 37 °C. (a) 

sans système de régénération pour 65 heures. (b) avec système de régénération : [PTDH] 

= 3,8 g.L
-1

; [Na 2HPO3]  = 50 mM pour 48 heures.  

Nous avons montré de la même manière que la production de MeOH est plus importante quand 

la quantité de NADH augmente. La concentration optimale du cofacteur se trouve être la même pour 

le système avec ou sans régénération du NADH et est de 100 mM. Ces résultats confirment la 
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première étude de B.C. Dave et R. Obert
37

 qui trouvaient un plateau de productivité du méthanol 

(avec ou sans système de régénération) pour une concentration en NADH de 0,1 M. Dans un tel 

système polyenzymatique, la transformation du CO2 est limitée par sa disponibilité en solution qui 

peut être augmentée en réalisant des réactions sous pression de CO2. 

II.3.2.3 Catalyse sous pression en solution  

Le substrat principal de la cascade enzymatique est un gaz dont la solubilité en phase aqueuse 

est limitée ([CO2]max Patm, 25 °C = 30 mM). Certains auteurs ont étudié cette réaction sous pression 

modérée (PCO2 = 0,5 Mpa), dans un système fermé avec bullage.
45

 En plus de la pression, cette 

réaction peut être menée dans des liquides ioniques, dans du PEG ou en milieu CO2 super-critique 

(scCO2) afin dôaugmenter la disponibilité du CO2 pour le système polyenzymatique. Les quantités 

relatives de NADH et de lôenzyme qui permet sa r®g®n®ration ®tant optimis®es, seule lôinfluence de 

la pression a été étudiée sur les systèmes à 3 et 4 enzymes. Nous nôavons pas pu nous procurer le 

matériel pour mettre en place le même type dôexp®rience d®crites dans la littérature
45

 mais avons 

tout de m°me ®tudi® lôinfluence de la pression sur la bioconversion dans un r®acteur ¨ 0,5 MPa (Fig. 

60). 

 

Figure 60 :  Influence de la pression de CO2 sur un système trienzymatique optimisé 

(FateDH/FaldDH/YADH à 10, 150, et 750 mg.L
-1

 respectivement ; nNADH = 100 µmol) à 37 

°C. Régénération par PTDH (3,5 g.L
-1

) et Na2HPO3 (50 mM). (A) système optimisé avec 

régénération du NADH, (B) Système optimisé sans régénération, 5 bar de CO2 et (C) 

système optimisé avec régénération du NADH, 5 bar  de CO2. 

La première expérience à pression ambiante avec un système de régénération est décrite dans le 

chapitre 2 et correspond à la figure 60-A. La seconde est réalisée à pression modérée et sans système 
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de régénération (Fig. 60-B). Les trois enzymes nécessaires à la bioconversion du CO2 en méthanol 

sont incubés dans 100 µL de solution tampon (phosphate de potassium, 0,1 M, pH 6,5) en présence 

du cofacteur NADH (100 mM) et de la source de CO2 (KHCO3, 50 mM). Une troisième expérience, 

réalisée à pression modérée contient en plus le système de régénération (Fig. 60-C) PTDH, 3,5 g.L
-1

 

de protéine pure et Na2HPO3, 50 mM. Les deux expériences à pression modérée sont incubées à 37 

°C, pendant 3 heures sous une pression de CO2 égale à 5 bar (0,5 MPa). En considérant un système 

tri-enzymatique optimis® sans ajout dôun syst¯me de r®g®n®ration, aucune trace de m®thanol nôa pu 

°tre d®tect®e apr¯s trois heures de r®action. Lôajout du syst¯me de r®g®n®ration permet, lorsquôil est 

ajouté aux enzymes de la cascade de réactions, de transformer 80 µmoles de CO2 à pression 

ambiante en 3 heures. Sous pression réduite (PCO2 = 0,5 MPa), la disponibilité du CO2 augmente 

([CO2]MAX 25°C 0,5 MPa = 98 mM). Les trois enzymes sans système de régénération permettent la 

conversion de 60 µmoles de CO2 en méthanol. Lorsque lôenzyme PTDH et son substrat suicide le 

phosphite sont ajoutés, la productivité est doublée permettant la conversion de 160 µmoles de 

méthanol à partir de CO2. Lôajout dôune pression, m°me mod®r®e, augmente tr¯s nettement les 

capacités de ce procédé enzymatique qui est limité par la disponibilité du CO2 dans lôeau. Lôactivit® 

des enzymes encapsulées dans les NPS sera donc étudiée sous pression modérée de CO2. 

II.3.3-Conclusion sur la cascade enzymatique  

Lôoptimisation du syst¯me enzymatique est effectu®e en combinant les enzymes deux à deux. 

Lorsque la quantit® relative de chacune des trois enzymes est optimis®e, côest la quantit® du syst¯me 

de régénération qui est ajustée pour permettre la meilleure productivité en méthanol. La quantité 

relative en masse de poudres commerciales entre chacune des trois enzymes après optimisation est 

définie telle que pour 1 mg de FateDH, il faut ajouter 15 mg de FaldDH, 75 mg de YADH et 380 mg 

de phosphite déshydrogénase. La quantité de cofacteur NADH permettant la plus grande 

productivité en méthanol a également été optimisée et correspond à 100 mM pour 10 mg.L
-1

 de 

FateDH, 150 mg.L
-1

 de FaldDH, 750 mg.L
-1

 de YADH, ind®pendamment de lôajout dôun syst¯me de 

régénération. Nous avons aussi montré que les capacités de conversion du système sous pression 

modérée de CO2 (0,5 MPa) sont très nettement améliorées. Dans la suite, nous verrons que le 

syst¯me dôencapsulation pour les enzymes est tr¯s important et permet dôaugmenter encore la 

productivité en MeOH. 
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II.4-Conclusion sur les  systèmes biologiques choisis  

Les réactions enzymatiques mises en jeux lors de la cascade de réduction du CO2 en MeOH on 

été étudiées séparément pour déterminer les conditions de fonctionnement optimales de chacune des 

enzymes lors des réactions de réduction. Les poudres dôenzymes commerciales ont ®t® caract®ris®es 

et lô®tude des constantes cin®tiques de toutes les enzymes utilis®es ont ®t® men®es dans les 

conditions de pH optimum pour la réduction en cascade du dioxyde de carbone. La quantité relative 

des deux premières enzymes, FateDH et FaldDH, doit être ajustée afin de pouvoir forcer leur 

r®action de r®duction. Lôemploi de lôenzyme YADH est, elle, propice à cette cascade de réduction 

car sa réaction de réduction est favorisée.  

Nous avons déterminé le pH optimum à pH 6,5 pour les 3 enzymes et étudié quatre systèmes de 

régénération différents. Les deux systèmes enzymatiques se démarquent entre eux par la proportion 

de NADH qui peut être régénérée. La régénération du NADH par la glycérol déshydrogénase est 

limit®e par lôaccumulation du dihydroxyacétone g®n®r® alors que lô®quilibre de la phosphite 

déshydrogénase va dans le sens de la régénération totale du cofacteur.
92, 102

 Les deux systèmes 

phototropiques étudiés présentent tous deux des limitations spécifiques qui compliquent leur emploi 

dans un tel procédé (stabilité, toxicité).
87, 90

 

Lôoptimisation du procédé est réalisée en utilisant la phosphite déshydrogénase comme système 

de régénération. La quantité relative optimale de chacune des enzymes est définie en masse de 

poudre commerciale (1 g FateDH/15 g FaldDH/75 g YADH) et la quantit® relative de lôenzyme de 

régénération en masse de protéine pure (380 g PTDH). Le procédé a également été optimisé en 

ajustant la quantité de cofacteur NADH utilisé lors de la réaction (100 mM pour 10 mg.L
-1

 de 

FateDH, 150 mg.L
-1

 de FaldDH, 750 mg.L
-1

 de YADH) et en augmentant la pression de CO2 dans le 

r®acteur ¨ 0,5 MPa. Ces conditions seront donc utilis®es pour la suite de lô®tude. 

Finalement, lôindustrialisation de proc®d®s biologiques, limitée par la stabilité des enzymes 

utilisée, reste à étudier. Lôimmobilisation des enzymes (Chapitre 3) et la mise en îuvre du proc®d® 

(Chapitre 4) sont des améliorations nécessaires pouvant être apportées à ce procédé de valorisation 

du CO2. 
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III. 1 - Introduction  

Les enzymes sont des biocatalyseurs très sélectifs qui pourraient représenter une réponse 

appropriée aux nouveaux défis catalytiques du 20
ème

 siècle de par lôamélioration de la sélectivité et 

lôaugmentation des vitesses de réaction comparé à un catalyseur chimique. La demande actuelle des 

industries pour le d®veloppement des biotechnologies blanches repose sur lôam®lioration de la 

productivité et de la stabilité des enzymes permettant la mise en place de procédés catalytiques sous 

conditions de pression et de température moyennes. Un des verrous à lôutilisation industrielle des 

enzymes est leur stabilité vis-à-vis des effets de solvants, dôaccumulation de produits, de 

température ou de variation de pH. Les enzymes peuvent être stabilisées en les immobilisant dans un 

support polymérique ou inorganique. Les diff®rentes m®thodes dôimmobilisation utilis®es sont 

lôadsorption dans des polym¯res naturels et dans des mat®riaux inorganiques poreux ou le greffage 

covalent des enzymes au support et lôencapsulation en synth¯se directe du support. 

III. 1.1 - ImmoÂÉÌÉÓÁÔÉÏÎ ÄȭÅÎÚÙÍÅÓ - généralitées  

Lôadsorption des enzymes dans un support poreux est la méthode la plus économique et la plus 

rapide, mais les enzymes peuvent être souvent désorbées et redispersées dans la phase aqueuse. Le 

greffage covalent des enzymes sur un support inorganique empêche la lixivation des enzymes hors 

du matériau, mais le procédé de greffage peut sôav®rer dommageable pour les enzymes à cause des 

conditions parfois dénaturantes. La fonctionnalisation du matériau est faite au préalable et la réaction 

de couplage des enzymes avec les fonctions réactives du matériau peuvent aboutir à la déformation 

et ¨ lôinactivation des enzymes. 

Lôencapsulation dans les matrices sol-gel présente le meilleur des compromis, à condition de 

prévenir toute interaction directe entre les enzymes et les alcools g®n®r®s pendant lôhydrolyse des 

précurseurs inorganiques. Il est possible dôajouter des additifs tels que des sucres, du glyc®rol ou des 

polymères (poly-vinylimidazole, poly-éthylèneimine, poly-éthylèneglycol) qui permettent de 

maintenir les activités biologiques. Le meilleur exemple dôune telle immobilisation est celle de la 

Lipase stabilisée par du polyvinylalcool et encapsulée dans un sol-gel de silice qui est commercialisé 

par Fluka. Néanmoins, le manque de contrôle de la porosité du matériau pendant la synthèse du sol-

gel entraîne des limitations dôactivit® dues ¨ la mauvaise diffusion des substrats ¨ travers la matrice 

inorganique. 
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III. 1.1.1 - Adsorption/immobilisation covalente dans un matériau mésoporeux  

Les matériaux inorganiques poreux, dont la taille de pore est contrôlée, peuvent être utilisés 

pour lôadsorption dôenzymes. Les enzymes poss¯dent de larges zones hydrophiles et hydrophobes en 

surface. Lôadsorption sur la surface dôun mat®riau m®soporeux r®sulte dôinteractions hydrophobes ou 

hydrophiles avec le support consid®r®. Lôadsorption sur un support hydrophobe est possible gr©ce 

aux interactions de Van der Waals avec les r®sidus acides amin®s hydrophobes de lôenzyme. A 

lôinverse, ce sont les liaisons hydrog¯ne qui permettent lôadsorption des enzymes sur un support 

hydrophile. Les supports inorganiques (comme la silice, les oxydes de titane ou des oxydes mixtes), 

le carbone activ® et les r®sines ®changeuses dôions ont lôavantage de poss®der des réseaux 

tridimensionnels avec de grandes surfaces sp®cifiques. Les enzymes peuvent sôadsorber dans un 

grand nombre de sites et les matériaux peuvent être facilement récupérés. Les résines échangeuses 

dôanions (diéthylaminoéthyl cellulose (DEAE-cellulose)) ou échangeuses de cations (carboxyméthyl 

cellulose (CM-cellulose)) sont les supports les plus utilisés pour lôimmobilisation dôenzyme du fait 

de leur simple mise en îuvre et de leur disponibilit®.
103

 

Lôimmobilisation covalente dôenzymes sur un support inorganique est r®alis®e gr©ce aux 

fonctions chimiques de surface de lôenzyme qui sont g®n®ralement connues.
104

 Le support est 

préalablement fonctionnalisé avec des fonctions organiques réactives (groupements amines, 

ald®hydes, ®poxydesé). Cette fonctionnalisation peut se faire après la synthèse du matériau par 

greffage covalent de composés organiques sylilés, par la co-condensation dôesp¯ces siliciques 

inorganiques et de composés organiques sylilés ou en utilisant des précurseurs organiques bi-sylilés 

qui m¯nent ¨ la formation dôorganosillices m®soporeuses p®riodiques (PMOs).
105

 Les acides aminés 

comme lôarginine (poss¯de une fonction r®active amine primaire) peuvent r®agir avec un support 

fonctionnalis® ald®hyde ou ®poxyde, les acides (lôacide amin® acide aspartique dans les enzymes) 

peuvent r®agir avec des carbodiimides (ou avec le cycle imidazole pr®sent sur lôacide amin® 

histidine qui compose les enzymes) pour former des liaisons covalentes avec le support. Ce type 

dôimmobilisation permet de meilleures activit®s sp®cifiques et le contr¹le de lôorientation des 

prot®ines, cependant lôimmobilisation covalente peut r®duire la souplesse de la conformation des 

enzymes et mener dans certains cas à leur désactivation. 

Un cas particulier dôimmobilisation covalente sont les agr®gats dôenzymes réticulés (CLEAs
®
) 

o½ les enzymes sont li®es les unes aux autres de fa­on covalente. Ce type dôagr®gats est en fait un 

phénomène naturel dont se sont inspirés les biochimistes.
106

 En utilisant des liens synthétiques pour 
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attacher ces enzymes entres elles, lôactivité des enzymes est largement améliorée mais on observe 

une diminution de leur stabilité.
107

 La molécule dédiée la plus utilisée pour attacher les enzymes 

entre elles est le glutaraldéhyde (Fig. 61-a avec n = 1). La longueur de la chaine carbonée permet de 

jouer sur la flexibilit® laiss®e ¨ lôenzyme : plus la chaine est longue, plus lôenzyme aura de libert® 

dans sa conformation.
28

  

 

Figure 61 : Agents de r®ticulation dôenzymes possible par r®action des acides amin®s en surface de 

lôenzymes avec des fonctions (a) ald®hyde, (b) imidate, ou (c) amine. 

Outre la fonction aldéhyde, les acides aminés en surface des protéines peuvent aussi réagir avec 

des fonctions imidate (Fig. 61-b, diméthyl adipimidate (n=1), diméthyl suberimidate (n=2)) ou des 

amines primaires (Fig. 61-c diamines aliphatiques) (Fig. 61). 

III. 1.1.2 - Immobilisation par piégeage/encapsulation  

Les r®seaux poreux utilis®s pour pi®ger les enzymes peuvent °tre dôorigine naturelle (alginate, 

chitosane, cellulose, collagène, gélatine, sépharose). Ces supports ont lôavantage dô°tre 

biocompatibles ce qui permet leur utilisation dans une grande gamme dôapplications (chimie fine, 

biocapteurs, biomédecine, biocarburants).
108

 Lôimmobilisation dôenzymes est ®galement possible 

dans des membranes semi-perméables qui permettent aux substrats de faible masse moléculaire de 

diffuser à travers la membrane pour réagir avec le biocatalyseur. Les procédés sol-gels permettent 

dôobtenir des mat®riaux macroporeux hi®rarchiquement organis®s et qui pr®sentent une grande 

inertie chimique. Pendant leur synthèse, le catalyseur enzymatique se trouve en solution aqueuse et 

se retrouve immobilisé avec la condensation du gel. Une fois constitué, le support inorganique est 

chimiquement stable. Cependant pendant la synthèse du sol-gel, lôhydrolyse du pr®curseur 

inorganique lib¯re de lôalcool pouvant mener ¨ la d®sactivation des enzymes. Selon les conditions de 

condensation choisies, les enzymes peuvent être immobilisées sur/dans des gels 
109

 ou sur/dans des 

particules
110, 111

 (Fig. 62). 
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Figure 62 : Schéma de formation de sols ou de gels selon les conditions choisies lors de la 

condensation des particules solides. 

Lôencapsulation dans des syst¯mes naturels tels que les liposomes
112

 ou dans des nanocapsules 

silice/titane permet la r®tention st®rique de lôenzyme.
113

 Lôencapsulation est la technique la plus 

souvent utilisée pour le piégeage de molécules chimiquement stables, les enzymes sont des 

macromol®cules complexes, elles peuvent °tre d®natur®es pendant le processus dôencapsulation. 

Lôajout dôune molécule stabilisante (sucre, polymère, protéine) peut permettre de préserver les 

enzymes pendant lôencapsulation.
114

 

III. 1.1.3 - Combinaison de procédés  

De nouveaux procédés innovants visent à combiner ces différentes techniques, cela permet de 

bénéficier des avantages de chacune des techniques. Martin Hartman a montré que les réacteurs 

enzymatiques ®taient plus efficaces en combinant lôadsorption dans des matrices m®soporeuses 

suivie de la cor®ticulation dôenzymes avec le glutarald®hyde.
115

 Les agr®gats dôenzymes se 

retrouvent bloqués dans les pores du matériau, protègeant les enzymes du milieu extérieur et 

emp°chant leur lixiviation lors de lôutilisation du bioréacteur. De plus, les activités enzymatiques 

sont ®galement am®lior®es gr©ce ¨ lôeffet de la cor®ticulation des enzymes (paragraphe 1.1.1). Les 

mat®riaux qui se pr°tent le mieux ¨ ce type dôimmobilisation pour des applications en catalyse sont 
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les monolithes qui possèdent une porosité méso- et macroporeuse permettent des procédés sous 

flux.
116

 

La combinaison des techniques dôencapsulation consiste ¨ pi®ger les enzymes dans un r®seau 

inorganique structuré par une matrice organique naturelle comme le chitosane ou lôalginate.
113, 117

 La 

surface des particules obtenues peut également être fonctionnalisée pour ajouter un effet de 

stabilisation stérique entre les particules et empêcher leur coagulation. G. Fei et ses collaborateurs 

ont consacré tout un chapitre de livre référençant différentes techniques permettant de structurer des 

nanocapsules enzymatiques.
118

 Dans ce travail, nous avons utilisé la méthode de structuration de la 

silice par des phospholipides. 

III. 1.2 - Immobilisation du système tri -enzymatique (FateDH/  FaldDH/  YADH) 

La cascade enzymatique (voir Chapitre 3) permettant la conversion du CO2 en méthanol a fait 

lôobjet de plusieurs publications. Les auteurs ont pu v®rifier lôinfluence de diff®rents types de 

stabilisation sur lôefficacit® de la biotransformation. Le premier groupe ¨ sô°tre int®ress® ¨ cette 

stabilisation est celui de B.C. Dave en 1999, ils ont immobilisé les enzymes dans un sol-gel de silice 

classique utilisant le tétraéthoxysilane (TEOS) comme précurseur et montrent une meilleure activité 

du système enzymatique encapsulé.
37, 39, 40

 Aux Etats Unis ®galement, lô®quipe de P. Wang de 

lôUniversit® dôAkron, Minesota, a immobilis® les enzymes et le cofacteur NADH de mani¯re 

covalente sur des microparticules de polystyrène.
48

 Leur matériau donne une meilleure activité que 

le syst¯me libre en solution et peut °tre r®utilis® jusquô¨ onze fois en conservant 80 % de son 

dôactivit®. Le groupe chinois de Z. Jiang a développé différents modes de stabilisation plus ou moins 

efficaces pour ce type de transformation. Un Sol-gel classique en 2002 (TEOS/HCl/H2O de rapport 

molaire 1/0,1/6,4 n/n) suivi, en 2006, dôune immobilisation dans un sol-gel hybride de silice 

structur® par un r®seau tridimensionnel dôalginate qui ne leur a pas permis dô®galer les productivit®s 

atteintes par le groupe de B.C. Dave. Mais ils ont montré que la réutilisation du matériau est possible 

jusquô¨ 10 fois avec la perte de moins de 25 % dôactivité.
41, 45

 Leur stratégie évolue en 2009 avec 

lôemploi de pr®curseur de titane. Les enzymes sont immobilis®es dans un r®seau dôalginate qui est 

stabilis® par le d®p¹t dôun oxyde de titane et atteignent alors des productivit®s comparables ¨ celles 

de B.C. Dave.
46

 En 2012, les auteurs se contentent dôimmobiliser seulement deux des enzymes de la 

biotransformation. La formiate d®shydrog®nase est immobilis®e dans des billes dôalginate qui sont 

recouvertes dôune couche de protamine. La particule est stabilis®e par condensation dôune couche de 

silice qui immobilise la formald®hyde d®shydrog®nase dans le m°me temps. La condensation dôun 
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pr®curseur dôoxyde de titane permet de stabiliser la particule finale (Fig. 63). Ce type 

dôencapsulation compartiment® sôest r®v®l® efficace pour la bioconversion du CO2 en formaldéhyde 

et a été également utilisé dans une application biocatalytique pour la dégradation des hydrocarbures 

aromatiques polycycliques (HAP).
100, 113

 

 

Figure 63 : Mode de stabilisation multi compartimenté développé par Z.Jiang et ses collaborateurs 

pour la transformation du CO2 en formaldéhyde. Les enzymes sont immobilisées dans des 

nanocapsules dôalginate stabilis® par condensation de titane. 
113

 

Lôapport de ces diff®rentes immobilisations a ®t® compar® au syst¯me des nanoparticules de 

silice appelées NPS utilisées dans ce travail de thèse. Les NPS sont des nanocapsules structurées par 

des phospholipides (majoritairement des phosphatidylcholines) et stabilisées par la condensation 

dôune couche de silice sur leur surface. 

III. 1.3 - Les nanocapsules de silice NPS 

Les nanocapsules de silice se sont révélées °tre un moyen dôimmobilisation ad®quat pour 

lôimmobilisation dôenzymes telles que la glucose oxydase (GOx), la horse radish p®roxidase (HRP) 

et lôh®moglobine (Hb). Leur encapsulation dans un tel système permet une meilleure conservation de 

lôactivit® des enzymes par rapport aux sol-gel classiques
119
. Lôencapsulation de syst¯mes 

bienzymatiques (GOx/HRP) et (GOx/Hb) a permis de produire in-situ H2O2 et dôoxyder les HAP.
34

 

III. 1.3.1 - Historique de la découverte des NPS  

Les premiers mat®riaux m®soporeux utilis®s pour lôimmobilisation dôenzyme ®taient les 

supports de type MCM-41. Les enzymes adsorbées voyaient leur stabilité augmentée.
120

 

Lôencapsulation dôenzyme en synth¯se directe de MCM-41 utilisant le cétyl trimétylammonium 

bromide (CTAB) comme structurant nôa pas donn® de r®sultats concluants car le CTAB est un 

détergent puissant qui dénature les enzymes. Lôutilisation d'un tensio-actif biocompatible comme les 



Chapitre III ï Immobilisation des enzymes et étude structurale des NPS 

p. 99 

phospholipides a donc été testé pour structurer de nouveaux matériaux. Le laboratoire des Matériaux 

Avancés pour la Catalyse et la Santé (MACS) de Montpellier a découvert en 2004 un biomatériau 

silicique structuré à base de phospholipides extraits de jaunes dôoeufs et dôun co-tentioactif, la 

dodécylamine, obtenu dans un mélange eau/éthanol en utilisant du TEOS comme source de silice. 

Le matériau obtenu est une silice mésoporeuse spongieuse (SMS) similaire à une phase désordonnée 

de MCM-48 et a pr®sent® des r®sultats sup®rieurs pour lôencapsulation de lipase par rapport aux 

produits commerciaux.
121

 Côest au cours de lôoptimisation des SMS par un plan dôexp®rience r®alis® 

au cours dôun stage ing®nieur ESCNM/TOTAL (annexe), quôa ®t® d®couvert le protocole de 

synthèse des nanocapsules poreuses de silice (NPS)
119

 donnant de meilleurs résultats en oxydation 

catalytique que les SMS lors de lôencapsulation de lôh®moglobine. 

III. 1.3.2 - Le système phospholipides/éthanol/eau  

Les NPS sont form®s ¨ partir de phospholipides dispers®s dans lô®thanol qui se structurent avec 

lôajout dôune solution aqueuse contenant les enzymes ¨ encapsuler. Ce type de syst¯me triphasique 

(®thanol/phospholipide/eau) est un m®lange complexe peu ®tudi® pour lôimmobilisation dôenzymes. 

122-125
 La pr®sence dô®thanol dans une bicouche de phospholipides induit lôinterdigitation des chaines 

alkyles.
123

 Les mol®cules dô®thanol sôins¯rent entre les t°tes des phospholipides et stabilisent les 

chaînes alkyles des phospholipides dont la tête hydrophyle se situe du côté opposé de la bicouche
126

 

(Fig. 64). 

 

Figure 64 : Sch®ma illustrant lôinterdigitation des phospholipides, une mol®cule dôalcool interagit 

avec une des chaînes alkyle du phospholipide (image tiré de Kranenburg, M. Smit, B. 

Simulating the effect of alcohol on the structure of a membrane, FEBS Lett 2004 Jun 

18;568(1-3):15-8.) 

Côest la pr®sence de mol®cules dôalcool entre les t°tes de phospholipides qui entraîne un 

désordre de la bicouche lipidique et son interdigitation.
123, 124

 La composition du système triphasique 

(alcool/phospholipide/eau) et la longueur de la cha´ne alkyle de lôalcool font varier le 

polymorphisme des bicouches qui peuvent sôorganiser en v®sicules, liposomes ou gel visqueux (Fig. 

65-a).
122, 126

 Lôalcool favorise les interactions entre les bicouches de lipides et permet lôagr®gation et 

la fusion des liposomes.
125, 127

 Lôhydratation des bicouches interdigit®es peut conduire ¨ la formation 
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dôun organogel de phopsholipides
128

 qui sôorganise en liposomes de plus en plus petits selon le taux 

dôhydratation du m®lange
122

 et qui peut atteindre des tailles de quelques centaines de nanomètres 

(0,35-0,86 µm diamètre).
129

 Des simulations de membranes de phosphatidylcholines (POPC), 

phospholipides majoritaires contenus dans les jaunes dôîufs, avec de lô®thanol ont mis en ®vidence 

lôeffet absorbant des bicouches vis-à-vis des alcools et leur variation dô®paisseur en fonction de la 

quantité dôalcool absorb®e. Dans un mélange eau/éthanol (15% molaire) la bicouche est composée 

de pr¯s de 30% dô®thanol (molaire).
130

 T. Nii et F. Ishii ont montr® la variation dôorganisation des 

phospholipides en fonction de la nature de lôalcool utilis®. La force ionique de la solution aqueuse 

influence ®galement lôorganisation tridimensionnelle de ces syst¯mes (Fig. 65-b). 

 

Figure 65 : (a) Polymorphisme des bicouches dans un système triphasique alcool/phospholipide/eau 

(selon T. Nii et F. Ishii
122

). Les phases de chaque région sont représentées par: (S)solution 

de lipides, (C)région de coacervation, (L)suspension de l iposome, (G)gel visqueu, 

(A)r®gion dô aggregation. (b) Diagrame ternaire des phases dans un m®lange 

phospholipide éthanol eau/0,1 M NaCl. (1) phospholipideïméthanolïeau, (2) 

phospholipideïméthanolï0.1 M NaCl, (3) phospholipideïéthanol-eau, (4) phospholipideï

éthanolï0.1 M NaCl, (5) phospholipideï1-propanolïeau,et (6) phospholipideï1-propanolï

0.1 M NaCl. 
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Dans leur ®tude, les auteurs ont montr® lôinfluence des ions chlorure et sodium qui sont des ions 

kosmotropiques (stabilisent et structurent les interactions eau-eau) et ont donc tendance à stabiliser 

plus fortement les interactions intermoléculaires des macrosystèmes. A lôinverse, lôajout dôagents 

chaotropes, de grosses molécules à faible densité de charge (sucres, PEG) aura un effet déstabilisant 

sur ces structures.
122

 Il a été montré que des tensio-actifs à tête de sucre pouvaient aussi altérer la 

structure ordonnée des phosphatidylcholines (en bicouche de phospholipides) et former des micelles 

mixtes DPPC/DM.
131

 Lôajout dôun cotensioactif tel que la dod®cylamine permet ®galement 

dôaugmenter la courbature de lôinterface huile/eau, et donc de diminuer les rayons de courbure de 

liposomes, ce qui permet lôapparition de nouvelles structures. La pr®sence dôun alcool permet 

dôacc®der ¨ des syst¯mes plus complexes ¨ lôint®rieur m°me de la bicouche lipidique,
130

 ce qui va 

permettre une structuration en phase SMS (réseau tridimensionnel) ou NPS (capsules) en fonction de 

la quantit® dô®thanol. 

III. 2 - Synthèse des biomatériaux de type NPS 

La synth¯se des NPS emploie un m®lange de l®cithine dôîuf (phospholipides), dod®cylamine 

(notée C12NH2), lactose, ®thanol, eau et TEOS. Nous avons v®rifi® lôinfluence de plusieurs 

param¯tres de la synth¯se NPS afin dôen comprendre la formation. Lôinfluence de la dod®cylamine 

tout dôabord qui catalyse la condensation du TEOS et participe ¨ lôorganisation des phospholipides. 

Lôinfluence de lôalcool qui interdigite les bicouches de phosphatidylcholine et qui peut être 

responsable de la d®sactivation des enzymes pendant le processus dôencapsulation. Nous avons 

également essayé de nouveaux catalyseurs bioinspirés (urée, acides aminés) pour la condensation de 

la silice. Nous avons vérifié lôeffet de la stabilisation des enzymes par lôajout de sucre ou du greffage 

dôun polym¯re sur les enzymes avant leur encapsulation. 

Les enzymes qui permettent la biotransformation du CO2 en méthanol ont été encapsulées par le 

protocole initialement développé par A. Galarneau et ses collaborateurs.
119

 Lôenzyme du syst¯me de 

régénération du NADH (PTDH) a été également stabilisée dans les NPS, soit seule, soit en présence 

des 3 enzymes de la biotransformation. Nous avons synthétisé des NPS ne contenant pas dôenzyme 

en parallèle qui ont servi de blancs de réaction.  
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III. 2.1 - Protocole de synthèse des biomatériaux NPS pour la conversion du 

CO2 en méthanol  

III. 2.1.1 - Protocole de synthèse  

La première des synthèses ne contient pas de protéine et est utilisée comme blanc de réaction, 

elle est nommée RCD001. Deux synthèses supplémentaires correspondent à lôencapsulation des 3 

enzymes de la biotransformation (FateDH, FaldDH et YADH) (notée RCD002) et ̈  lôencapsulation 

de lôenzyme de régénération du cofacteur (PTDH) (notée RCD003). Une dernière synthèse est 

réalisée (RCD004), correspondant à la co-encapulation des 4 enzymes. 

Les 4 synthèses sont effectuées de la même façon. Une première solution organique commune 

est préparée contenant 101 mg de l®cithine ¨ 60%, extraite de jaune dôîuf, (Sigma #61755) et 7,5 

mg de dodécylamine dans 287,5 ÕL dô®thanol absolu. Quatre solutions aqueuses sont alors 

préparées. La phase aqueuse de RCD001 contient 150 µL de tampon phosphate (0,1 M pH 7) et 1,3 

mg de ɓ-D-lactose. Celle de RCD002 contient en plus FateDH (7,5 µg), FaldDH (112 µg) et YADH 

(488 µg), (masses exprimées en µg de poudres commerciales). La solution aqueuse de RCD003 

contient elle lôenzyme PTDH (522 Õg de protéine pure) en plus du tampon et du phosphate. Et la 

solution aqueuse de RCD004 contient FateDH (1µg), FaldDH (15 µg), YADH (75 µg) (exprimé en 

µg de poudre commerciale) et 522 µg de PTDH (protéine pure). La solution organique est 

homogénéisée 2 minutes à température ambiante par vortex, et 43,2 µL de solution sont introduits 

dans chacun des 4 différents tubes Eppendorf de 1,5 mL (43,2 µL chacun). Les solutions sont 

homogénéisées à 37 °C et les différentes solutions aqueuses sont ajoutées goutte à goutte sous 

agitation magnétique (1300 tr.min
-1

). Après homogénéisation (3 minutes, sous agitation magnétique, 

1300 tr.min
-1

), le précurseur silicique (TEOS, 24,3 µL) est ajouté goutte à goutte dans chaque tube et 

les solutions sont homogénéisées à 37 °C sous agitation magnétique (1300 tr.min
-1

) pendant 1 heure. 

Le mélange est alors laissé 22 heures supplémentaires sans agitation.  

Après gélification, les nanoparticules en suspension ne peuvent précipiter que par ultra 

centrifugation. Nous avons ajouté 0,6 mL de solution tampon (phosphate de potassium, 0,1 M, pH 7) 

qui permet dô®cranter la charge n®gative des particules de silice et entraîne leur coagulation. Les 

tubes Eppendorf sont centrifugés pour séparer les particules de la solution aqueuse (13 000 tr.min
-1

, 

10 minutes, température ambiante). Les surnageants sont d®cant®s, s®par®s sur colonne dôexclusion 

stérique (Sephadex G-25) et la quantité de protéine est dosée dans chacune des 18 fractions 
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récoltées. Les particules sont lavées 4 fois en tout par le même procédé (ajout de 0,6 mL de solution 

tampon 0,1 M pH7 et centrifugation 13 000 tr.min
-1

, 10 minutes, température ambiante). Le matériau 

est ensuite séché par lyophilisation pendant 12 heures. 

III. 2.1.2 - Caractérisation des nanocapsules  

Une partie de chacun des surnageants de lavage (200 µL) est déposée en tête de colonne, les 

profils dô®lution sont compar®s ¨ celui de r®f®rence. Apr¯s un dosage quantitatif des fractions 

contenant les protéines, un simple calcul permet de d®terminer le taux dôencapsulation. La quantité 

de protéine non encapsulée et la masse de NPS synthétisé nous permettent de définir le taux 

dôencapsulation. Les nanoparticules utilisées pour les biotransformations encapsulent pratiquement 

la totalité des protéines en solution. Les interactions des protéines avec la bicouche lipidique 

permettent leur stabilisation lorsque la membrane se recourbe pour encapsuler totalement les 

protéines. La comparaison des profils dô®lution dôun surnageant th®orique nôencapsulant pas de 

protéine et de ceux des différentes synthèses (Fig. 66) rend compte de la capacité du matériau à 

encapsuler les protéines. 

 

Figure 66 : (a) Comparaison de profils dô®lutions : ( ) pas dôencapsulation, () RCD01, ( ) 

RCD02, ( ) RCD03, ( ) RCD04. (b) Zoom sur la r®gion dô®lution des prot®ines. 
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Les biomatériaux encapsulent systématiquement plus de 95% des protéines en solution (Tableau 

1) donnant des taux dôimmobilisation compris entre 20 mgenzymes/gmatériau et 50 mgenzyme/gmatériau. 

Tableau 1 : Concentration dôenzymes dans les surnageants de synthèse permettant de calculer les 

taux dôencapsulation de chaque synth¯se et la quantit® dôenzymes dans les biomat®riaux. 

Matériau [enzymes] (dans le 

surnageant) (mg.L-1) 

Taux 

dôencapsulation (%) 

Quantit® dôenzyme 

immobilisée 

mgenzyme/gNPS 

RCD002 

(3 enzymes) 

11 97 27,5  

RCD003 (PTDH) 24 96 41,1  

RCD004 

(4 enzymes) 

2 99 43,9  

La formation des nanocapsules est expliqu®e par lôempilement des bicouches de phospholipides 

tr¯s mobiles qui, apr¯s inclusion des enzymes avec lôhydratation des bicouches de phospholipides, 

forment des nanocapsules interconnectées par hémifusion des bicouches de phospholipides. Après 

lôajout du TEOS, une coquille de silice se forme tout autour des nanocapsules (Fig. 67).  

 

Figure 67 : Mécanisme de formation proposé des nanocapsules de sil ice structurées par des 

phospholipides. 

Les images obtenues par cryo-TEM (Fig. 68) sur des coupes de 0,7 nm montrent des diamètres 

de nanocapsules entre 20 et 40 nm qui sont interconnectées par des ponts de bicouches de 

phospholipides. Lô®paisseur de la couche de silice autour des capsules est entre 3 et 5 nm, et 

lô®paisseur diminue ¨ lôapproche des interconnections et dispara´t. Lô®paisseur de la couche de 

phospholipide ¨ lôint®rieur des nanocapsules de silice est estim®e entre 3 et 6 nm.  
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Figure 68 : Clichés obtenus par CryoTEM-3D. 

La distance caractéristique de ~8 nm observée par DRX, correspond probablement à la distance 

de répétition fournie par la couche de silice et celle de phospholipides (Fig. 69-a). Après sonication 

dans lôeau, la taille des nanoparticules a ®t® mesur®e par diffusion de la lumi¯re (Fig. 69-b). Elles ont 

des tailles variées entre 20 et 50 nm comme déterminé avec les analyses faites par Cryo-TEM (Fig. 

68). Vu la taille des enzymes encapsulées (10-20 nm) et lô®paisseur des couches de phospholipides 

et de silice (3 à 5 nm), la taille des nanocapsules attendue (22-40 nm) est en accord avec les mesure 

faites en DLS (Fig. 69-b). Cela indique que les enzymes ont tendance à être encapsulées 

séparéement. Lôapport de lôencapsulation sur chacune des enzymes s®parement nôest pas connu, il 

faut alors relever que le rapport massique optimal entre les enzymes, libres et encapsulées, est 

susceptible de varier. 

 

Figure 69 : a) Diffractogramme de rayons X dôun biomat®riau NPS renfermant les 4 enzymes de la 

biotransformation.b) Répartition de taille des nanoparticules du même matériau NPS. 
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Lôanalyse thermogravim®trique des particules (annexe) montre que les nanocapsules 

contiennent 470 mg de matière organique par gramme de NPS. Les pores du matériau étant remplis 

par les phospholipides, seule la porosité interparticulaire est visible et est autour de 20 nm. La 

surface externe des particules est de 24 m².g
-1 

(Fig. 70-a). Le potentiel de surface des particules est 

négatif autour de ï 15 mV à pH 6,5 montrant que la surface externe est majoritairement de la silice 

(sans bicouche de phospholipides autour) (Fig. 70-b). La force de r®pulsion ionique nôest pas 

suffisante (potentiel Zeta > -30 mV) g®n®rant lôagr®gation des particules comme cela est visible sur 

les images obtenues par microscopie électronique à transmission (annexe).  

 

Figure 70 : Caract®risation dôun mat®riau NPS encapsulant les enzymes de la biotransformation. (a) 

Isotherme dôadsorption/d®sorption dôazote ¨ 77 K. (b) mesure du potentiel Zeta des 

particules à différents pH. 

III. 2.2 - %ÔÕÄÅ ÄÅ ÌȭÉÎÆÌÕÅÎÃÅ ÄÅ ÌȭÁÍÉÎÅ ÅÔ ÄÅ ÌȭÁÌÃÏÏÌ ÄÁÎÓ Ìa formation des 

NPS 

III. 2.2.1 - 2ĖÌÅ ÄÅ ÌÁ ÄÏÄïÃÙÌÁÍÉÎÅ ÅÔ ÄÕ ÔÙÐÅ ÄȭÁÌÃÏÏÌ 

La dodécylamine a été choisie comme catalyseur pour la condensation du TEOS dans les 

synth¯ses SMS et NPS car lôutilisation de NaF ¨ la place de lôamine nôa pas permis de conserver une 

activité enzymatique.
121, 132

 La dodécylamine est un produit chimique corrosif et nocif pour 

lôenvironnement. Cette molécule tensioactive peut mener à la dénaturation des enzymes par insertion 

de la chaîne alkyle de la dodécylamine dans les poches hydrophobes de lôenzyme. La synthèse de 

nanoparticules NPS par voie verte implique le remplacement de ce produit chimique par des amines 

de nature différente. S.M. Jones a montré le rôle catalytique des amines dans la condensation du 

TEOS, lôajout dôamines peut faire varier le temps de g®lation dôun sol dôun facteur 10000. 

Cependant le m®canisme catalytique nôest pas encore compl¯tement ®lucid® bien que les 
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mécanismes les plus probables soient la catalyse nucléophile.
133-135

 Le pKa de la dodécylamine est 

de 10,63, ce qui signifie que les amines sont quasiment toutes protonées à pH 6,5, pH du tampon de 

la synth¯se NPS. Cependant lô®tude th®orique de lôorganisation des syst¯mes SMS a montr® quôen 

présence de phosphatidylcholine, une interaction ionique entre la dodécylamine et la choline 

emp°che la protonation de lôamine qui peut donc catalyser la condensation de la silice.
136

 Dans le 

but de définir si la dodécylamine a un rôle structurant prépondérant dans la formation des NPS, nous 

avons comparé deux séries de synthèse avec et sans dodécylamine.  

De plus, lô®thanol est reconnu nocif pour les enzymes mais a un effet structurant sur les 

phospholipides. L'®tude sur lôinterdigitation des phospholipides d®crite par B. Smit et N. Kranenburg 

montre que lô®thanol peut °tre remplac® par dôautres alcools qui pourraient avoir un effet moins 

dénaturant pour les protéines.
126

 Nous avons donc synthétisé deux séries de NPS dans 4 alcools 

diff®rents, lôune des s®ries ne contenant pas de dod®cylamine. 

Pour cette étude, nous avons choisi dôencapsuler la horse radish peroxidase (HRP) au lieu de 

FateDH, FalDH et YADH pour des raisons de coûts. Les synthèses sont effectuées dans un bain 

marie ¨ 37 ÁC, la solution organique contient 0,2 g de l®cithine (60%, extraite de jaunes dôîuf) 

dissous dans 1 g dôalcool. 25 mg de dod®cylamine sont ajout®s pour lôune des deux s®ries. Les 

solutions organiques sont agit®es par un barreau magn®tique pendant lôajout, goutte ¨ goutte, de la 

solution aqueuse (3,6 mL tampon phosphate 0,1 M pH 7 contenant 25 mg dôenzyme HRP et 25 mg 

de ɓ-D-lactose), et pendant lôajout du pr®curseur silicique (TEOS, 0,5 g), chacun des ajouts se fait 

goutte à goutte. Les synthèses contenant la dodécylamine sont agitées pendant 10 minutes, puis la 

formation du gel empêche la rotation du barreau aimanté. Les synthèses ne contenant pas la 

dodécylamine sont agitées 10 minutes et laissées en statique. La formation du gel a lieu après 16 

heures de réaction. Toutes les synthèses sont lavées de la même façon avec ajout de tampon 

phosphate et centrifugation 4 fois. 

La comparaison des gels obtenus avec ou sans dodécylamine (notée C12NH2) permet de voir 

lôeffet catalytique de lôamine dans la formation du gel et lôhomog®n®isation des phases. Sans amine, 

les phases organique et aqueuse se séparent rapidement. Le TEOS et la lécithine sont solubilisés 

dans lôalcool alors que les enzymes et le ɓ-D-lactose restent en phase aqueuse. La séparation de 

phase est moindre pour la synthèse dans le méthanol du fait de la meilleure miscibilité du méthanol 

dans lôeau. En effet le param¯tre de solubilit® selon la m®thode de Hildebrand du m®thanol (ŭméthanol 

= 29,7 MPa
1/2
) est sup®rieur ¨ celui de lô®thanol (ŭéthanol = 26 MPa

1/2
) et ¨ ceux des propanols (ŭ1-
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propanol = 24,4 MPa
1/2

 ŭ2-propanol = 23,7.MPa
1/2

). Plus la chaîne alkyle est longue ou ramifiée et plus la 

séparation de phase est favorisée et bien déterminée (Fig. 71). Pour obtenir un gel homogène il est 

donc n®cessaire dôajouter de lôamine. Une g®lification rapide permet de garder la structure de 

lô®mulsion initiale avant la s®paration de phase, dôo½ la n®cessit® dôajouter un catalyseur de 

condensation de silice. 

 

Figure 71 : Photo de la synthèse de NPS sans amine avec 4 alcools différents. Synthèse dans le 

m®thanol, lô®thanol, le 1-propanol et lôisopropanol apr¯s 16h en statique. 

Lôeffet de structuration de la silice par la dod®cylamine en fonction des différents alcools 

utilis®s a ®t® suivi par MEB (Fig. 72). Quelque soit lôalcool utilis®, la pr®sence de dod®cylamine 

entra´ne la formation dôun mat®riau plus divis® avec des tailles de particules plus petites. Lôajout de 

dodécylamine entraîne une courbure plus importante des structures siliciques. Avec ou sans 

dod®cylamine, la taille des nanoparticules ¨ lôair dôaugmenter en fonction du type dôalcool utilis® 

selon la séquence : MeOH < EtOH < 1-PrOH < 2-PrOH.  
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Figure 72 : Photos MEB des matériaux synthétisés avec et sans dodécylamine en fonction des 

diff®rents types dôalcools : méthanol, éthanol, 1-propanol, 2-propanol. 
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Les particules obtenues sont en fait une agrégation de nanoparticules comme le montre les 

clichés MEB sur la figure 73.  

 

Figure 73 : Particules form®es de lôagr®gation des nanoparticules pour la synth¯se avec la 

dod®cylamine et (a) lô®thanol, (b) lôisopropanol. 

Dôapr¯s les clich®s TEM, seule la synth¯se avec de lô®thanol conduit ¨ la formation de 

nanocapsules. Lôisopropanol ¨ lôair de favoriser la formation de liposomes recouverts de silice. Le 1-

propanol donne une phase lamellaire et le méthanol des feuillets de phospholipides enroulés sur eux 

mêmes (Fig. 74). 
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Figure 74 : Clichés TEM des particules synthétisées avec ou sans dodécylamine en présence de 

différents alcools : méthanol, éthanol, 1-propanol, 2-propanol. 
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Lôexamen approfondi des particules obtenues avec lô®thanol, lôisopropanol et la dod®cylamine 

montre aussi la pr®sence dôune autre phase type SMS. Il semblerait que la quantité de 

phospholipides utilisée dans cette synthèse (0,4 g/gTEOS) au lieu de la quantité classique des NPS 

(0,7 g/gTEOS) ne soit pas suffisante pour obtenir une phase homogène de nanocapsules. Ces quantités 

avaient pourtant été optimisées précédemment 
119

 mais sans que la pureté de la lécithine ne soit 

mentionnée. Cependant outre la phase tridimensionnelle SMS, on voit lôapparition sur les clich®s 

TEM de nanoparticules sphériques de 20-40 nm (Fig. 75) 

 

Figure 75 : Clichés TEM montrant la coexistance de phases SMS et de nanocapsules NPS dans les 

synth¯ses utilisant (a) lô®thanol et (b) lôisopropanol. 

Lôanalyse des mat®riaux par ATG (Fig. 76) montre trois pertes de masse successives. De 35 ¨ 

200 ÁC, une tr¯s faible perte de masse (< 5%) correspond ¨ la perte dôeau majoritairement, de 200 ÁC 

à 550 °C à la dégradation de toute la matière organique (lécithine majoritairement et dodécylamine) 

et de 550 ÁC ¨ 900 ÁC ¨ la perte dôeau due ¨ la d®shydroxylation de la silice. Le profil de la perte de 

masse relative des synthèses en présence de méthanol avec et sans dodécylamine sont similaires 

avec 50 % de perte de masse organique. Le mat®riau est dispers® et nôest que faiblement prot®g® par 

la silice 

Les synth¯ses en pr®sence de m®thanol et dô®thanol permettent dôincorporer le plus de 

phospholipides dans les mat®riaux avec pratiquement 60 et 40 % dôorganiques pour les synth¯ses 

avec lô®thanol sans et avec la dod®cylamine, respectivement et avec 50% dôorganiques pour les 

synthèses avec le méthanol avec et sans dodécylamine. La formation rapide du gel en présence de 

dodécylamine empêche lôincorporation de phospholipides, dans les synthèses avec le 1-propanol et 

le 2-propanol, avec seulement 20% dôincorporation de mati¯re organique. 
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Figure 76 : Courbes dôanalyse thermogravim®triques de 35 ÁC ¨ 900 ÁC avec une montée en 

température de 10 °C .min
-1

 (a) synth¯ses sans dod®cylamine avec le m®thanol, lô®thanol, 

le 1-propanol, le 2-propanol, respectivement. (b) Synthèses avec dodécylamine et avec le 

m®thanol, lô®thanol, le 1-propanol, le 2-propanol, respectivement. 

Les diffractogrammes de rayons X des matériaux synthètisés sans dodécylamine (Fig. 77) ne 

donne quôun signal autour de 6 nm correspondant ¨ la pr®sence dôune phase lamellaire de 

phospholipides plus ou moins interdigit®e selon la nature de lôalcool utilis®.
122, 137

  

 

Figure 77 : Diffractogramme de rayons X des matériaux synthètisés sans dodécylamine et avec le 

m®thnaol, lô®thanol, le 1-propanol et le 2-propanol, respectivement. 

En conclusion, seul lô®thanol semble conduire ¨ la formation de nanocapsules NPS et ceci en 

pr®sence dôun catalyseur de la silice tel que la dod®cylamine (C12NH2). 
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III. 2.2.2 - )ÎÆÌÕÅÎÃÅ ÄÅ ÌÁ ÑÕÁÎÔÉÔï ÄÅ ÄÏÄïÃÙÌÁÍÉÎÅ ÁÖÅÃ ÄÅ ÌȭïÔÈÁÎÏÌȢ 

Nous avons alors ®tudi® lôinfluence de lôajout de C12NH2 en quantité plus importante sur la 

structuration des matériaux. La synthèse classique de NPS optimisée dans les études précédentes 

correspondait à un rapport massique de (1 TEOS/2 EtOH/0,05 C12NH2/0,7 Lécithine/7,2 eau/0,05 

1actose) équivalent à un rapport molaire (1 TEOS/9 EtOH/0,056 C12NH2/0,189 Lécithine/83 

eau/0,030 1actose). Nous avons synthétisé 5 matériaux avec une quantité croissante de 

dodécylamine correspondant à des rapports nC12NH2/nTEOS de 0,056 (synthèse classique de NPS) 

0,084, 0,112, 0,140, et 0,168 en suivant le même protocole que précédemment. Nous avons observé 

que la masse de matériaux obtenus augmente proportionnellement avec la quantité de dodécylamine 

utilisée (Fig. 78-a). Après sonication, la taille des particules mesurée par diffusion de lumière (DLS) 

augmente pour des rapports C12NH2/TEOS > 0,14. Elle est de 50 nm  pour des rapports 

C12NH2/TEOS = 0,06 et 0,08, et augmente à 100 nm pour un rapport 0,11, à 200 nm pour un rapport 

0,14 et à ~500 nm pour 0,17 (Fig. 78-b). 

 

Figure 78 : (a) la masse de poudre synthétisée est proportionnelle à la quantité de dodécylamine 

utilis® lors de la synth¯se. (b) Influence de la quantit® dôamine utilis®e sur la tail le des 

agrégats de nanoparticules. 

Les diffractogrammes de rayons X des matériaux (Fig. 79) montrent tous les mêmes pics, plus 

ou moins intenses situés à 1,3°, 2,8 ° et 5,5° en 2ɗ correspondant à des distances inter-réticulaires de 

6,4, 3,2 et 1,6 nm. Les pics ¨ 3,2 et 1,6 nm semblent indiquer la pr®sence dôune phase lamellaire de 

phospholipides qui semble avoir disparu pour la synthèse C12NH2/TEOS = 0,08.  
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Figure 79 :Diffractogramme de rayons X de 5 matériaux comportant des quantités croissantes de 

dodécylamine (50 mg, 75 mg, 100 mg, 125 mg et 150 mg de dodécylamine pour 1g de 

TEOS) 

Il serait donc int®ressant dô®tudier aussi par TEM la phase form®e avec le rapport 

C12NH2/TEOS = 0,08 qui semble favoriser lôhomog®n®it® du mat®riau, et ®viter les traces de phases 

lamellaires. Cette quantité est supérieure à celle utilisée précédemment dans les NPS. Il est donc 

aussi important de voir sôil est possible de remplacer la dod®cylamine par une amine moins toxique. 

III. 2.2.3 - )ÎÆÌÕÅÎÃÅ ÄÕ ÔÙÐÅ ÄȭÁÍÉÎÅ ÕÔÉÌÉÓïȢ 

La dodécylamine a été remplacée par 3 amines de nature différente dans la synthèse des NPS 

(Fig. 80). La tri®thylamine (TEA) qui poss¯de un pKa similaire ¨ la dod®cylamine, lôur®e qui est 

connue pour influencer la structure des phospholipides,
138

 et lôacide amin® Histidine d®j¨ utilis® pour 

la biosilification de matériaux.
139

  

 

Figure 80 : Les amines util isées pour remplacer la dodécylamine dans la synthèse des NPS : la 

tri®thylamine (a), lôur®e (b) et lôhistidine (c). 
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La m°me quantit® molaire dôamine a ®t® ajout®e pour chaque synth¯se correspondant ¨ un 

rapport molaire C12NH2/TEOS = 0,06 et donc à une composition massique de 0,027 

(triéthylamine/TEOS), 0,016 (Urée/TEOS), 0,042 (Histidine/TEOS). 

Les synthèses ont été effectuées dans un bain marie à 37 °C. La solution organique contient 0,2 

g de l®cithine (60%, extraite de jaunes dôîuf, Sigma #61755) dans 1g dô®thanol. On ajoute ensuite 

25 mg (0,134 mmol) de dodécylamine ou une quantité équimolaire de chacune des autres amines 

(triéthylamine, urée, histidine soit 13, 8, et 21 mg, respectivement). Les solutions organiques sont 

agit®es par un barreau magn®tique pendant lôajout de la solution aqueuse composée de 3,6 mL 

tampon phosphate 0,1 M pH 7 contenant 25 mg de poudre dôenzyme (YADH, Sigma Aldrich) et 25 

mg de ɓ-D-lactose. La solution est homogénéisée sous agitation pendant 5 minutes. Puis le 

précurseur silicique (TEOS, 0,5 g) est ajouté goutte à goutte sous agitation. La solution est 

homogénéisée pendant 10 minutes sous agitation. Le gel est ensuite laissé vieillir pendant 16 heures 

à 37 °C. Toutes les synthèses sont lavées de la même façon en ajoutant 5 ml de tampon phosphate 

pH 7 puis sont transférées dans des tubes Falcon et centrifugées (10 000 tr.min
-1

, 15 min) afin de 

séparer les particules qui précipitent des précurseurs de synthèse en solution dans le surnageant. 

La nature des amines utilisées pour catalyser la condensation de précurseur silicique entraîne 

des différences structurales sur les matériaux. Lorsque la dodécylamine est échangée par une amine 

non tensioactive, on observe une perte totale de la structuration en nanocapsules et une formation 

privilégiée en liposomes multilamellaires recouverts de silice et des phases lamellaires (Fig. 81). 

Lôutilisation de lôur®e, qui est connue pour interdigiter les membranes de phospholipides, semble 

favoriser la formation de liposomes. Il semble donc difficile de sôaffranchir dôun co-tensioactif dans 

cette synth¯se, plusieurs solutions sont envisageable tel que lôutilisation de tensioactfs ¨ t°te sucre ou 

lôemploie de phosphatidylethanolamines, tout deux connu pour influencer la courbure de bicouches 

lipidiques. 
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Figure 81 : Clichés MEB et TEM de matériaux synthétisés dans lô®thanol avec la dod®cylamine, la 

tri®thylamine, lôur®e et lôhistidine, respectivement.  
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III. 2.2.4 - Etude cinétique par DRX de la formation des matériaux obtenus avec la 

ÄÏÄïÃÙÌÁÍÉÎÅ ÅÔ ÌȭÕÒïÅ 

La formation des mat®riaux obtenus avec la dod®cylamine et lôur®e a ®t® suivie par diffraction 

des rayons X et permet de voir les diff®rences dôorganisation structurale au sein du matériau. Les 

matériaux ont été synthétisés de la façon suivante en utilisant la HRP (0,025g) comme enzyme. La 

synthèse avec la dodécylamine avait les rapports massiques suivants (1 TEOS/2 EtOH/0,05 

C12NH2/0,7 L®cithine/7,2 eau/0,05 1actose) ceux avec lôur®e ®tait quasiment les m°mes avec des 

rapports massiques de (1 TEOS/2 EtOH/0,04 Urée/0,7 Lécithine/7,2 eau/0,05 1actose). A différents 

temps de la synth¯se, des ®chantillons sont pr®lev®s, s®ch®s ¨ lôair ambiant et analys®s par 

diffraction des rayons X (Fig. 82-a, 82-b) pour la dodécylamine et (Fig. 82-c et 82-d) pour lôur®e. 

Les diffractogrammes réalisés au temps t1 sur figure 82 a et c correspondent au mélange initial de 

phospholipides et dôamines dans lô®thanol. Le temps t2 correspond aux diffractogrammes obtenus 

après le mélange avec la solution aqueuse. Le temps t3 correspond au m®lange final apr¯s lôajout du 

TEOS. Les diffractogrammes des figures 82 b et d correspondent à différents temps de réaction 

après introduction du TEOS : t4 et t5 sont égaux à 15 et 30 minutes pour la dodécylamine et t4 à t7 

correspondent à 15, 30, 90, 120 minutes pour lôur®e.  

Pour le mélange organique initial de la synthèse de NPS avec la dodécylamine on voit 

apparaître (a) 1 pic à 5,1 nm, (b) 2 pics à 4,37 et 2,2 nm et (c) 2 pics à 3,2 et 1,6 nm. Les familles (b) 

et (c) de pics correspondent à des phases lamellaires moins et plus interdigitées, respectivement. 

Lôajout de la solution aqueuse fait dispara´tre la phase lamellaire (b). Avec lôajout du TEOS, 

assimilable à de lôalcool, la phase lamellaire (b) r®appara´t. Au cours de la g®lification, et de 

lô®vaporation de lô®thanol produit par lôhydrolyse et la condensation du TEOS, la phase lamellaire 

(b) dispara´t au profit dôune nouvelle phase montrant un pic ¨ 5,3 nm qui par la suite se transformera 

en pic large autour de 7,8 nm (Fig. 69-a) après 24 heures de gélification. Ce déplacement de pic 

correspond ¨ lôajout de couches de silice pendant la g®lification autour de la phase lamellaire de 

phospholipides de 4,4 nm et à son organisation en nanocapsules. Les phases (a) et (c) ne semblent 

pas se modifier pendant la gélification du matériau et sont retrouvées après 24h de gélification dans 

le diffractogramme de DRX final (Fig. 69-a). 

Pour la synth¯se avec lôur®e, le m®lange organique initial est structur® diff®remment avec en 

plus de la phase (a) montrant un pic à 5,1 nm, il y a 3 pics supplémentaires à 5,8, 2,6 et 1,8 nm. 

Après ajout de la phase aqueuse, les 3 pics supplémentaires disparaissent et seule la phase (a) 
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caractérisée avec 1 seul pic à 5,1 nm subsiste. Cette distance semble correspondre à la distance 

intercouche dans les liposomes multicouches observées par TEM (Fig. 80). 

 

Figure 82 : Spectres DRX obtenus pendant la synthèse de NPS encapsulant HRP. (a,b) Selon le 

protocole de P.Laveille. (a) Etapes préliminaires de la solution organique (noir), du 

m®lange avec la solution aqueuse contenant lôenzyme (rouge) et du m®lange avec le d®but 

de lôajout de TEOS (bleu). (b) Etapes finales apr¯s lôajout de TEOS pendant 15 minutes 

(t1) et 30 minutes de m®lange (t2). (c,d) En rempla­ant la dod®cylamine par lôur®e. (a) La 

solution organique (noir), le m®lange avec la solution aqueuse contenant lôenzyme (rouge) 

et du m®lange avec le d®but de lôajout de TEOS (bleu). (b) Etapes finales avec la fin de 

lôajout du TEOS (t1-2), pendant la gélation (t3-5) et sec(t6). 

La structuration en nanocapsules ne semble donc que possible en présence de dodécylamine et 

dô®thanol. Les pics suppl®mentaires observ®s en DRX (Fig. 82-b) à 5,1 et 3,2 nm sont donc dus à la 

pr®sence, en plus des nanocapsules diffractant ¨ 7,8 nm, dôune petite fraction de phase liposome (5,1 

nm) et lamellaire (3,2 nm) dont la formation pourrait peut-être être évité en augmentant la vitesse de 

gélification du gel, et ce en augmentant la quantit® dôamine ¨ 0,08 C12NH2/TEOS (n/n) (Fig. 78-b). 
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Ne pouvant donc pas à priori remplacer la dod®cylamine et lô®thanol dans la synth¯se des NPS, nous 

avons étudié un autre moyen de protéger les enzymes pendant leur encapsulation (Chapitre 4). 

III. 3 - Conclusion Chapitre Matériaux  

De nombreuses synthèses ont été effectuées pour permettre de comprendre la formation des 

nanoparticules de type NPS. Le m®lange organique ¨ base dôalcool et de phospholipide est un 

m®lange complexe qui lôest dôautant plus par lôajout dôun costructurant, la dod®cylamine.
122

 Le type 

dôalcool utilis® influence largement la structuration du m®lange complexe, permettant des 

formulations variées allant de réseaux tridimensionnels spongieux (SMS) en passant par des 

organogels de phospholipides ou à des phases lamellaires interfusionnées organisées en liposomes 

multilamellaires (Fig. 83). La concentration en tampon phosphate influence ®galement lôorganisation 

du système triphasique eau/alcool/lécithine
122

 et aurait pu également être étudiée. 

 

Figure 83 : Les différentes formulations accessibles : (a) phase lamellaire interdigitée Řŀƴǎ ƭΩŞǘƘanol 
transformé en réseau tridimensionnel par ajout de TEOS, en l iposomes (b) mono et (c) 
multi lamellaire ŀǾŜŎ ƭΩŀƧƻǳǘ ŘΩǳǊŞŜΣ (d) en particules de type NPS ŀǾŜŎ ƭΩŀƧƻǳǘ ŘŜ 
dodécylamine et (e) en {a{ ŀǾŜŎ ƭΩŀƧƻǳǘ ŘŜ ŘƻŘŞŎȅƭŀƳƛƴŜ Ŝǘ ŘΩŞǘƘŀƴƻƭ. 
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Il semble évident que la dodécylamine soit le catalyseur de choix pour la condensation de la 

silice dans la synth¯se des NPS. Sa pr®sence change radicalement lôorganisation des phospholipides 

dans le mélange eau/éthanol. La dodécylamine permet aux phospholipides de se recourber plus 

facilement pour former des nanocapsules. Les nanocapsules sont formées soit par fusion des 

membranes, soit par rétrécissement et disparition des membranes phospholipidiques.
140

  

Les nanocapsules de NPS ont ®t® observ®es gr©ce ¨ la cryoTEM 3D. Lôencapsulation des 

enzymes ¨ lôint®rieur des nanocapsules reste encore ¨ d®finir en lab®lisant les protéines avec une 

sonde fluorescente. Cela permettrait de définir si les protéines sont adsorbées sur la surface de silice, 

insérées dans les feuillets de phospholipides ou directement encapsulées dans les nanocapsules. 

Lôutilisation de m®thanol, propanol et isopropanol nôa pas permis de former des nanocapsules, seul 

lô®thanol y parvient. Il en est de m°me pour le remplacement de la dod®cylamine par lôur®e ou 

lôhistidine. Le m®lange ®thanol et dod®cylamine est donc important pour structurer les nanocapsules 

de silice formées par interdigitation de couches phospholipidiques. Lô®thanol et la dod®cylamine 

étant reconnus pour être nocif pour les enzymes, il est donc important de les protéger en ajoutant des 

sucres comme le lactose ou encore le tétralose (le plus utilisé en industrie) pour les enzymes 

hydrophiles ou de les PEGyler par greffage de fonction PEG pour les autres. 
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La cascade enzymatique permettant de transformer le CO2 en méthanol a pu être optimisée de 

mani¯re rationnelle en ajustant chacun des param¯tres de la transformation. Bien quôelles 

proviennent dôorganismes diff®rents, nous avons trouv® le meilleur compromis qui permet de faire 

fonctionner les trois enzymes (formiate déshydrogénase de Candida boidinii, formaldéhyde 

déshydrogénase de Pseudomonas putida et alcool déshydrogénase de Saccaromyce cerevisiae) de 

façon optimale dans les mêmes conditions. Nous avons ensuite optimisé la quantité relative des trois 

enzymes de la biotransformation. Nous avons ensuite sélectionné le meilleur système de 

régénération pour le NADH, la phosphite déshydrogénase (PTDH). La quantité relative du système 

de régénération et du cofacteur à ajouter pour la biotransformation a été étudiée pour atteindre des 

conversions optimales. Nous avons ®galement ®tudi® lôajout dôune pression, m°me mod®r®e, qui a 

permis dôaugmenter tr¯s nettement les capacit®s du proc®d® enzymatique. 

IV.1 - Catalyse sous pression avec le système polyenzymatique 

encapsulé dans les nanocapsules de silice (NPS) 

Lô®tude du syst¯me dôencapsulation du Chapitre 3 nous a emmen® ¨ encapsuler les enzymes 

dans les nanoparticules NPS développées au laboratoire.
119

 Lôinfluence de lôencapsulation sur 

lôefficacit® de la biotransformation a été étudiée. Lôactivit® des biomat®riaux nommés RCD002 

(encapsulant FateDH, FaldDH, YADH), RCD003 (encapsulant seulement PTDH) et RCD004 

(encapsulant FateDH, FaldDH, YADH et PTDH) a été testée sous pression modérée de CO2 (5 bar) 

à 37 °C pendant 3 heures. Une quantité connue de NPS est pesée et suspendue dans une solution 

tampon pH 6,5 (phosphate de potassium, 50 mM) avec NADH (100 mM) et Na2HPO3 (50 mM) 

(lorsque lôenzyme de r®g®n®ration est pr®sente) (Tableau 2). Le volume total de réaction est 100 µL, 

contenu dans des tubes Eppendorfs de 1,5 ml fermés et percés (diamètre 1 mm). La suspension de 

NPS est homogénéisée par sonication (3 x 3 secondes) et les tubes sont placés dans un réacteur de 

250 ml, lôair pr®sent est purg® par un flux de CO2 pendant 1 minute. La montée en pression (PF = 5 

bar) est opérée avant celle en température (TF = 37 °C).  
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Tableau 2 : Composition en nanocapsules NPS des Eppendorfs uti lisés lors de la réaction de 

conversion du CO2 en méthanol sous pression moyenne (0,5 MPa) 

 

 

 

 

En fin de réaction, la température est descendue en positionnant le réacteur dans un bain de 

glace, le réacteur est décompressé et les tubes retirés et centrifugés 5 minutes à 11 000 tr.min
-1

. Une 

partie des surnageants sont mélangés à lô®talon interne (solution de pentanol pur diluée 1000 fois) 

(9/1 v/v) et injectés en GC-FID. 

Nous avons donc réalisé trois test catalytiques avec les enzymes encpasulées : (test B) 

encapsul®es sans lôenzyme de r®g®n®ration PTDH, (test D) les trois enzymes co-encapsulées avec la 

PTDH, et (test C) lôencapsulation s®par®es des 3 enzymes et de la PTDH (Fig. 84). Ces activit®s ont 

®t® compar®es ¨ lôactivit® des 3 enzymes en solution avec lôenzyme de r®g®n®ration PTDH effectu®e 

aussi à P = 0,5 MPa (test A). Pour cela les activités ont été comparées par grammes de poudre 

enzymatique commerciale regroupant FateDH, FaldDH et YADH. 

 

Figure 84 : Influence de lôencapsulation sur le système trienzymatique optimisé 

(FateDH/FaldDH/YADH à 10, 150, et 750 mg.L
-1

 respectivement ; nNADH = 100 µmol) à 37 

°C sous une pression de 5 bar. Régénération par PTDH (3,5 g.L
-1

) et Na2HPO3 (50 mM). 

(A) système libre avec régénération, (B) système encapsulé sans régénération, (C) système 

encapsulé avec encapsulation séparée du système de régénération (PTDH), (D) système co-

encapsul® avec lôenzyme de r®g®n®ration. 

Test dôactivit® avec les NPS masse Na2HPO3 (50 

mM) 

B - sans régénération (RCD002) 2,47 mgRCD002 non 

C - système de régénération encapsulé 

séparément (RCD002 + RCD003) 

0,76 mgRCD002 

+ 3,6 mgRCD003 

oui 

D - système de régénération co-

encapsulé (RCD004) 

2,60 mgRCD004 oui 
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Lôencapsulation des enzymes dans les nanocapsules de silice NPS a permis dôaugmenter tr¯s 

nettement la production de méthanol par rapport au système libre en solution. Les nanocapsules de 

silice NPS contiennent de la dodécylamine et il est bien connu que le CO2 se complexe de manière 

réversible avec des amines.
71

 Ce phénomène pourrait permettre lôaccumulation du CO2 auprès du 

site catalytique de la formiate déshydrogénase et ainsi augmenter la vitesse de réduction du CO2 en 

formaldéhyde. Lôeffet catalytique de lôencapsulation semble ®vident, il est possible de le confirmer 

simplement en encapsulant séparément les deux dernières enzymes de la biotransformation et en 

laissant la formiate d®shydrog®nase sous sa forme libre. Lôencapsulation des 4 enzymes est 

préférable à une encapsulation séparée. Dans l'ignorance que l'on a de la localisation des enzymes 

les unes par rapport aux autres et des parcours suivis par les molecules dans le milieu, les vitesses de 

conversions mesurées avec les nanocapsules sont certainement aussi dépendantes des processus de 

diffusion. Lôimportance dôutiliser un système de régénération du NADH est encore démontrée pour 

augmenter lôactivit® catalytique. Lôencapsulation dans des nanocapsules de type NPS parait tr¯s 

prometteuse malgr® les effets nocifs reconnus de la dod®cylamine et de lô®thanol sur les enzymes. Il 

a d®j¨ ®t® montr® que ce type dôencapsulation permettait dôaugmenter la r®sitance des enzymes vis ¨ 

vis de la température, et que leur utilisation pouvait être prolongée comparée à une enzyme libre.
119

 

Des améliorations du système ont alors été entreprises afin de stabiliser les enzymes avant leur 

encapsulation. 

IV.1.1 - Stabilisation des enzymes par PEGylation  

Bien que le système polyenzymatique soit déjà bien optimisé, il existe plusieurs voies 

permettant dôam®liorer encore le proc®d® biocatalytique. Il a été montré notamment que, la 

stabilisation des enzymes avant leur encapsulation permet de conserver de meilleures activités 

catalytiques, et ceci est possible par greffage de chaînes de poléthylèneglycol sur les acides aminés 

de surface des enzymes.
44

 Le probl¯me majeur de lôencapsulation dôenzymes par des procédés Sol-

Gel est lôalt®ration de la structure tridimensionnelle des prot®ines ¨ cause de la lib®ration dôalcool 

produit pendant lôhydrolyse et la condensation des précurseurs siliciques. Une procédure de 

modification par le polyéthylène glycol développée par H. Wu et ses collaborateurs
44

 a permis de 

mieux conserver lôactivit® de YADH lors de son encapsulation dans un sol-gel classique avec une 

conservation de 50% dôactivit® pour lôenzyme PEGyl®e contre 36% pour lôenzyme libre initiale 

encapsulée. 
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Afin de pouvoir greffer les chaînes PEG sur lôenzyme, le méthoxypolyéthylèneglycol est dérivé 

en carbonate de succinimidylcarbonate polyéthylèneglycol (SC-PEG) par la méthode de Zalipsky
141

 

pour être ensuite lié de fa­on covalente ¨ lôenzyme (Fig. 85). 

 

Figure 85 : Principe de modification de lôenzyme par PEGylation (SC-PEG). 

La dérivatisation du méthoxy PEG (CH3-O-(CH2CH2O)n-H) est faite à froid et à reflux en 

solution organique selon le protocole de H. Wu et ses collaborateurs.
44

: 60 g de PEG-méthoxy sont 

dissouts dans 200 ml dôun m®lange tolu¯ne/dichlorom®thane (3:1 v/v) auquel est ajout® 30 ml de 

phosg¯ne 20%. Lôactivation de lôhydroxy terminal du méthoxy PEG se fait en 12 heures, sous 

agitation magnétique à 200 tr.min
-1

. Le ballon utilisé pour la réaction est placé dans un bac de glace 

contenant NaCl et surmont® dôune colonne r®frig®rante. Le PEG activ® est s®ch® sous vide ¨ 

température ambiante pendant 3 heures puis redissout dans 150 ml de toluène/dichlorométhane (2 :1 

v/v). Le N hydroxysuccinimide (2,1 g) qui permet la fonctionnalisation du PEG est ajouté et dissout 

à température ambiante, puis la triéthylamine est ajoutée pour démarrer la réaction pendant 3h30. 

Les solvants sont ensuite évaporés sous vide puis le solide redissout dans lôac®tate dô®thyle. La 

solution est filtrée et le filtrat placé dans un bain de glace pour permettre  la précipitation du 

SuccinymidylCarbonate-PEG (SC-PEG). Toutes les manipulations doivent se faire sous Sorbonne 

munie de lô®quipement de protection nécessaire. Pour quantifier la quantité de PEG dérivatisé, on 

dissout 1g de la poudre synthétisée dans 10 ml de dichlorométhane auquel est ajouté 0,545 ml de 

benzylamine. La réaction du PEG modifié avec la benzylamine se passe à température ambiante 

pendant 2 heures. Le taux de greffage est obtenue par un dosage pHmétrique en ajoutant du HClO4 

(0,99 M) à 1,5 ml de la solution de benzylamine qui vient de réagir. Lors de lôajout dôune solution 

dôacide, le pH va diminuer et chuter brutalement lorsque lô®quivalence sera atteinte (Fig. 86). 
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Figure 86 : Dosage de la benzylamine en exc¯s par lôacide perchlorique 

Lô®quivalence est atteinte pour un volume de 1,25 ml dôacide correspondant ¨ 550 nmoles de 

benzylamine dosées sur 748 nmoles de benzylamine ajoutées en début de réaction. Cela correspond 

donc à 198 nmoles de benzylamine qui ont réagit avec le PEG modifié sur les 200 nmoles de PEG 

ajoutées ¨ lôorigine, soit un taux de dérivation du méthoxy-PEG en SC-PEG de 99%.  

Lôattachement covalent du SC-PEG aux enzymes sôeffectue ¨ temp®rature ambiante. Le SC-

PEG (7 mg) est dilué  dans une solution tamponnée (0,1 M, pH 7) en pr®sence dôune enzyme (6 mg) 

et le mélange est agité avec un barreau aimanté à 250 tr.min
-1
 pendant trois heures. La solutions 

dôenzyme PEGyl®e r®sultante est ensuite directement utilisée. 

Un test pour d®terminer lôeffet de la stabilisation par le greffage du SC-PEG a ®t® tout dôabord 

effectu® sur lôenzyme phosphite d®shydrog®nase (PTDH, produite en fermenteur). Nous avons voulu 

savoir quel pourrait °tre lôapport de la PEGylation des enzymes lors de leur encapsulation dans des 

nanoparticules de silice (NPS) utilisant des phospholipides, du lactose, du TEOS et des amines telles 

que la dodécylamine pour structurer les particules. La dodécylamine est un tensio-actif toxique qui 

peut dénaturer les enzymes. Nous avons vérifié cela en incubant lôenzyme PTDH libre (65 mg.L
-1

) et 

lôenzyme PTDH PEGylée (65 mg.L
-1

) dans un tampon pH 7 à 0,05 M (MOPS, acide 3-(N-

morpholino)propanesulfonique
142

) en présence ou non de dodécylamine (37 mM) pendant 12 heures. 

Un test dôactivit® des enzymes libres et PEGylées (6,5 mgenzyme.L
-1
, les solutions dôenzymes initiales 

sont diluées 10 fois) a été réalisé en présence du cofacteur NAD
+
 (1 mM) et du substrat phosphite 

(1,5 mM). Lôapparition du NADH a ®t® suivie en UV-vis en suivant lô®volution de lôabsorbance du 

NADH à 340 nm (Fig. 87). 
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Figure 87 : Activit® de lôenzyme phosphite déshydrogénase (PTDH)init iale et PEGylée (PEG-PTDH) 

après incubation 12 heures à température ambiante en présence ou non de dodécylamine 

(DDA). 

Lôeffet bénéfique de la PEGylation sur la conservation de lôactivit® de lôenzyme en pr®sence de 

dodécylamine (DDA) est très visible (Fig. 87). La perte dôactivit® de la PTDH en présence de DDA 

diminue de 50% alors que la perte nôest que de 22% quand lôenzyme est prot®g®e par PEGylation. Il 

y a donc tout intérêt à PEGyler les enzymes avant leur encapsulation dans une synthèse utilisant des 

agents toxiques pour les enzymes comme la DDA et lô®thanol.  

Lôinfluence de la PEGylation a été également testée sur la première enzyme de la 

biotransformartion, la formiate déshydrogénase. Une solution de PEG-FateDH = 0,3 gpoudre 

commerciale.L
-1

 a été obtenue comme précédemment et a été testée en réduction pour la transformation 

du CO2 en formiate. Lôenzyme a ®t® incubée dans un tampon tris-HCl (0,1 M, pH 7) en présence de 

NADH à différentes concentrations (0,5, 1 et 2 mM) et de bicarbonate de sodium (40 mM) comme 

source de CO2 ¨ 37 ÁC pendant 120 minutes. La diminution de lôabsorbance du NADH à 340 nm a 

été comparée à un blanc sans enzyme. La PEG-FateDH présente une activité catalytique plus de 100 

fois sup®rieure ¨ celle de lôenzyme non PEGyl®e. En effet, la vitesse de réduction du CO2 en 

formiate par la FateDH de départ est de 0,004 µmol.min
-1
.mg

-1
 (pour mNADH/mFateDH = 0,35 g/g) 

alors que lôenzyme PEGyl®e est capable de r®duire le CO2 en formiate en 0,3, 1,3 et 2 µmol.min
-

1
.mg

-1
, pour mNADH/mFateDH = 1,2, 2,4 et 4,8 g/g, respectivement. La variation du rapport 

mNADH/mFateDH entre les deux expériences est minime, la disponibilité du CO2 étant le facteur 

limitant lôactivit® des enzymes. La concentration en carbonate initiale est différente (0,1 mM pour 
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FateDH contre 40 mM pour PEG-FateDH), mais avec lô®quilibre du CO2 entre les phases gazeuse et 

aqueuse, une même quantité de CO2(g) est supposée être disponible en solution. Lôaugmentation de 

lôactivit® catalytique de la PEG-FateDH sôexplique par lôeffet de solubilisation du CO2 par les 

chaînes de polyéthylèneglycol, augmentant la disponibilité du CO2 auprès de lôenzyme. 

Lôinfluence de la PEGylation a aussi été testée sur la 3
ème

 enzyme de la biotransformation, 

lôalcool d®shydrog®nase (YADH) pour la réduction du formaldéhyde en m®thanol. Lôenzyme 

modifiée PEG-YADH (10 mg.L
-1

) a été incubée dans un tampon phosphate de potassium (0,1 M, pH 

6,5) en présence de NADH (1 mM). Lôactivit® catalytique a ®t® suivie pour des concentrations 

variables de formaldéhyde (HCHO, 0 à 100 mM), puis à concentration fixe de HCHO (10 mM) en 

faisant varier la concentration du cofacteur (NADH, 0 à 0,7 mM). La constante de Michaelis pour le 

NADH reste inchangée (Km = 0, 05 mM) alors que celle du formaldéhyde est largement diminuée 

(Km = 0,02 mM contre 23 mM sans PEGylation), ce qui signifie une bien meilleure activité 

enzymatique pour la PEG-YADH comme démontré précédemment par H. Wu et ses 

collaborateurs.
44

 La PEGylation de la 2
ème

 enzyme de la biotransformation, la formaldéhyde 

d®shydrog®nase, nôa pas ®t® test®e faute de temps. 

En conclusion, la PEGylation des enzymes est une procédure simple et rapide qui ne nécessite 

pas beaucoup de matériel et qui permet dôobtenir de meilleures activités des enzymes en les 

stabilisant. La PEGylation des enzymes de ce système polyenzymatique suivi de leur encapsulation 

dans les NPS devrait permettre dôam®liorer tr¯s nettement la productivit® du syst¯me en stabilisant 

les enzymes et en favorisant la disponibilité du CO2 pour la première enzyme (FateDH).  

IV.1.2 - Comparaison avec la littérature  

Afin dôaugmenter la disponibilit® du CO2 gazeux dissous dans lôeau, B.C. Dave et Z. Jiang et 

ses collaborateurs utilisent un bullage constant du CO2 dans leur réacteur. Il leur faut pouvoir 

atteindre de grandes vitesses de conversion pour obtenir des rendements de transformation à 

moindre co¾ts, surtout dans le cas de lôutilisation de CO2 purifi®. Nous nôavons pas pu reproduire 

leur mise en îuvre car le bullage continu du CO2, en pr®sence de lôenzyme YADH libre, a entra´n® 

la formation dôune mousse qui sô®chappe du r®acteur. Le groupe de Z. Jiang a également étudié la 

transformation du CO2 en méthanol, sous pression de 3 bar avec un bullage constant de CO2 avec 

des enzymes encapsulées dans un sol-gel de silice, et avec 5 bar de CO2 avec un bullage constant 

pour des enzymes encapsul®es dans des billes dôalginate. Les meilleures activit®s obtenues par le 
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groupe de Z. Jiang lôont ®t® avec un bullage constant de CO2 sans pression, avec les enzymes 

encapsulées dans des particules hybrides titane/protamine. Z. Jiang et ses collaborateurs ont montré 

quôen terme dôactivit®, le type dôencapsulation choisi est plus important que la pression.  

Dans la figure c, nous comparons les résultats obtenus avec ceux décris dans la littérature. Z. 

Jiang et ses collaborateurs,
46

 en immobilisant les enzymes dans des particules de titane structurées 

par de la protamine, et en absence de système de régénération, ont atteint des rendements de 0,83 

mmolMeOH.gpoudre dôenzyme commerciale
-1

 proche des rendements obtenus avec le syst¯me dôencapsulation 

NPS (de 0,88 mmolMeOH.gpoudre dôenzyme commerciale
-1

). B.C. Dave et ses collaborateurs,
39

 en utilisant un 

syst¯me de r®g®n®ration compos® dôune suspension de ç PSII », ont atteint un rendement de 

conversion de 3,3 mmolMeOH.gpoudre dôenzyme commerciale
-1

 à peine inférieur aux 4,3 mmolMeOH.gpoudre 

dôenzyme commerciale
-1 
obtenus avec le syst¯me dôencapsulation NPS en pr®sence de lôenzyme PTDH pour 

la régénération du NADH (Fig. 88). 

 

 

Figure 88 : Comparaison des résultats de la lit térature pour la production de méthanol à partir de 

CO2 en 3 h par masse totale de poudres  commerciales dôenzymes (FateDH, FaldDH, 

YADH) encapsulées avec et sans régénération du NADH. (A) Jiang et co :
46

 

FateDH/FaldDH/YADH (1,35/1,35/0,3 g.L
-1

) encapsulées dans des particlues de TiO2 

structurées par des protamines et avec bullage constant de CO2 ; (B) 

FateDH/FaldDH/YADH (0,01/0,15/0,75 g.L
-1

) encapsulées dans les NPS avec 5 bar de 

CO2 ; (C) B.C.Dave :
39

 FateDH/FaldDH/YADH (5/5/5 g.L
-1

) encpauslées dans un sol-gel de 

sil ice avec bullage continu de CO2 ; (D) B.C. Dave :
39

 FateDH/FaldDH/YADH (5/5/5 g.L
-1

) 

avec un système de régénération (« PSII ») encapsulé dans un sol-gel de silice avec 

bullage constant de CO2 ;(E) FateDH/FaldDH/YADH (0,01/0,15/0,75 g.L
-1

) et système de 
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régénération du NADH avec PTDH (3,5 genzyme pure.L
-1

) co-encapsulés dans des NPS à 5 bar 

de CO2. Conditions : Tampon phosphate (0,05 M, pH 6,5), NADH (0,1 M) et Na2HPO3 

(0,05 M) quand PTDH est ajoutée. 

Nous avons reproduit le type dôimmobilisation d®crite par B.C. Dave.
39

 dans la littérature et qui 

permet les meilleures conversions du CO2 en méthanol. Nous avons synthétisé le sol-gel en utilisant 

le rapport dôenzymes optimis® dans le Chapitre 2 sans le syst¯me de r®g®n®ration du NADH. Le 

précurseur silicique tétraméthoxysilane (TMOS, 1,55 g) est dilu® dans de lôeau (0,4 mL) et la 

solution acidifi®e par ajout dôacide chlorhydrique (22 ÕL ¨ 0,04M). Le sol est pr®hydrolysé par 

sonication (bain de sonication, 20 minutes) pour éliminer le méthanol formé. Cent µL de cette 

solution sont mélangés à 100 µL de la solution aqueuse contenant les enzymes dans les proportions 

optimisées :FateDH (0,1 g.L
-1

), FaldDH (1,5 g.L
-1

) et YAH (7,5 g.L
-1

). Le Sol est ensuite laissé 

vieillir  24h à 4 °C. Le gel form® est mis en suspension dans 10 ml dôun tampon phosphate 0,1 M pH 

7 et centrifugé 10 minutes à 10 000 tr.min
-1

. Le surnageant est injecté en chromatographie pour 

contrôler la quantité de méthanol supplémentaire relâché par le gel. Les lavages avec la même 

quantité de tampon phosphate sont répétés jusqu'à disparition du pic de méthanol en 

chromatographie. Lôanalyse des différents surnageants de lavage (Fig. 89) permet de confirmer que 

le gel ne contient plus de méthanol dès le quatrième lavage. Lors de la synthèse du sol-gel, B.C. 

Dave enl¯ve le m®thanol qui a ®t® g®n®r® pendant lôhydrolyse du TMOS par deux dialyses 

successives de 72 h, mais il ne contrôle pas la concentration de méthanol qui est relargué.  

 

Figure 89 :Chromatogrammes des différents surnageants de lavages du sol-gel de B.C.Dave.1
er

 

lavage (bleu), deuxième (rouge), troisième (vert), quatrième (jaune). 

Le gel a ensuite ®t® s®ch® sous vide pendant 24 heures et stock® ¨ 4 ÁC jusquô¨ son utilisation. 

Le gel ressemble à un petit morceau de verre complètement transparent. Le gel a été utilisé dans les 
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mêmes conditions que les nanoparticules de silice NPS (Fig. 88) pour la conversion du CO2 en 

m®thanol. La quantit® dôenzyme immobilis®e (soit dans le sol-gel de silice, soit dans les NPS) est la 

même pour les deux expériences. Cependant, nous nôavons d®tect® aucune trace de m®thanol lorsque 

les enzymes sont immobilisées dans le sol-gel de silice classique utilisé par B.C. Dave.
39

 Côest peut 

être la génération du méthanol lors de lôhydrolyse du TMOS qui m¯ne ¨ lôinactivation des enzymes. 

Dans le but de sôaffranchir du probl¯me dôinactivation des enzymes pendant la synth¯se du mat®riau 

qui sert à leur encapsulation, nous avons choisi dô®tudier lôimmobilisation du syst¯me 

multienzymatique par simple adsorption dans un matériau poreux. 

IV.2 - Immobilisation des enzymes par adsorption dans un 

monolithe à porosité hiérarchique pour une réaction en flux  

Nous avons montré dans le chapitre 3 que la conversion du CO2 en m®thanol sôarr°tait, 

certainement à cause de lôaccumulation du MeOH auprès des enzymes. Nous avons alors voulu 

tester une réaction en continu pour éviter cette accumulation. Initialement proposés pour des 

applications en chromatographie liquide par Nakanishi,
143

 il a été montré que les monolithes à 

porosité hiérarchique étaient de très bon support pour la catalyse en continu sans perte de charge. 

Ces monolithes sont depuis peu testés pour des applications de catalyse enzymatique en flux 

continu.
144

 La possibilité de fonctionnalisation de ces monolithes en fait un support de choix pour 

lôimmobilisation dôenzyme. De plus, la faible perte de charge due ¨ la macro porosit® du mat®riau 

permet leur utilisation dans des procédés en flux continu. La mise en îuvre simple de ces proc®d®s 

fait des monolithes un support dôint®r°t pour des applications biocatalytiques.
145, 146

 Un monolithe 

silicique a dôabord ®t® synth®tis® puis les enzymes ont ®té adsorbées selon les protocoles suivants. 

IV.2.1 - Synthèse de monolithes  

Les moules utilisés pour la synthèse des monolithes sont des tubes en PVC de diamètre 0,5 cm 

et de 5 cm de long. Ces moules doivent °tre abondement lav®s ¨ lôeau et s®ch®s puis êtres gardés à - 

20 °C. On prépare alors la solution qui va être mise dans les monolithes. On pèse très précisément 

43,6 g dôeau d®ionis®e dans laquelle on ajoute.4,6 g dôacide nitrique (HNO3 68% v/v, Sigma). Après 

homogénéisation dans la glace, 4,79 g de PEG20000 sont ajoutés au mélange et la nouvelle solution 

homogénéisée 1 heure à 0 °C. Le précurseur silicique (TEOS, 37,7 g) est ajouté et la solution agitée 

1 heure supplémentaire à 0 °C et à 250 tr.min
-1

. Les tubes PVC doivent être remplis sans que la 
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température du mélange HNO3/PEG20000/TEOS ne dépasse 0 °C. Une fois remplis et 

hermétiquement fermés, les tubes sont directement transférés dans un bain marie à 40 °C pendant 72 

heures. Après 3 jours de gélation, les tubes sont ouverts et le précurseur monolithique transféré dans 

un grand volume dôeau distill®e. Lôeau contenant les monolithes doit °tre chang®e environ 5 fois 

(toutes les 30 minutes) jusquô¨ ce que le pH de la solution se rapproche de pH 7. Les monolithes 

sont alors transférés dans une bouteille en polypropyl¯ne contenant une solution dôammoniaque 

(NH4
+
OH

-
, 0,1 M), puis la bouteille est placée fermée dans une étuve à 40 °C pendant 24 heures. 

Suite au traitement ¨ lôammoniaque, les tubes sont transf®r®s dans un grand b®cher de 2L contenant 

de lôeau distillée qui doit être changée plusieurs fois pendant 2 heures et demi jusquô ¨ ce que le pH 

du bécher contenant les monolithes se re-stabilise à pH 7. Les monolithes sont finalement retirés de 

lôeau et laiss® s®ch®s ¨ lôair ambiant. Ils sont finalement calcinés 8 h à 550 °C avec une monté en 

température de 2 °C.min
-1
. Les monolithes sont analys®s par adsorption/d®sorption dôazote ¨ 77 K et 

par MEB (Fig. 90). 

 

Figure 90 : (a) Isotherme dôadsorption/d®sorption dôazote ¨ 77 K. (b) Clich® MEB dôun monolithe et 

(c) photo dôun monolithe (3 cm x 0,5 cm), immobilisé entre 2 tudes de verres par une gaine 

de Téflon thermo rétractable. 

Les monolithes présentent un réseau macroporeux homogène et interconnecté de 5 µm, un 

squelette dô®paisseur 3 Õm contenant une m®soporosité de 10 nm avec une surface spécifique de 450 

m².g
-1

 et un volume mésoporeux de 1,0 ml.g
-1

. Un morceau de monolithe (3 cmlongueur x 0,5 

cmdiamètre) a été ensuite gainé avec une gaine Téflon thermorétractable terminé aux extrémités par 2 

tubes de verre pour assurer les connexions avec la pompe HPLC utilisée pour le flux. 
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IV.2.2 - )ÍÍÏÂÉÌÉÓÁÔÉÏÎ ÄȭÅÎÚÙÍÅÓ ÄÁÎÓ ÌÅÓ ÍÏÎÏÌÉÔÈÅÓ 

Le monolithe est dôabord lav® par de lôeau distill®e d®ionis® ¨ 1 mL.min
-1

 jusqu'à ce que 

lôabsorbance de la solution en sortie du système ne varie plus. Une solution de 5 ml contenant les 

trois enzymes de la biotransformation dans des rapports qui nô®taient pas encore totalement 

optimisés, FateDH (14 mg), FaldDH (7 mg) et YADH (2,5 mg) dans un tampon phosphate (0,1 M, 

pH 7) a été placée dans un bac de glace. Une pompe péristaltique permet de faire passer la solution 

de protéines dans le monolithe gainé (0,5 ml.min
-1
) et est r®cup®r®e en sortie. Lôabsorbance de la 

solution à 280 nm qui permet de déterminer la concentration de protéines restantes est nulle. Toutes 

les protéines ont été immobilisées par adsorption dans le monolithe, ce qui correspond à 44 

mgenzyme/gmonolithe. 

IV.2.3 - Activité des enzymes immobilisées dans le monoli the  

Le monolithe gainé et chargé en enzyme est placé dans un bain marie à 37°C. Du dioxyde de 

carbone est bull® pendant 1 heure dans 2 ml dôune solution tampon de phosphate (0,1 M, pH 7) 

contenant le NADH (10 mM) et placée dans un bac de glace. Le débit de la solution de circulation 

est ajusté à 0,05 mL.min
-1

 afin dô®viter une surpression en entr®e du monolithe (Fig. 91). Le CO2 

étant bullé dans la solution tamponnée en continue, des volumes de CO2 gazeux passent dans le 

circuit en sôalternant avec des volumes de la solution contenant le NADH. Apr¯s 3 h de circulation, 

un échantillon de la solution est prélevé et mélangé à un étalon interne, le 1-pentanol (1/10 v/v), 

pour la détermination du méthanol en GC-FID. Lôabsorbance ¨ 280 nm de la solution aqueuse 

prélevée est aussi mesurée pour déterminer la quantité de protéines qui sôest ®chapp®e du monolithe 

pendant la réaction sous flux. 

 

Figure 91 : Schéma du montage pour la conversion du CO2 en méthanol par les enzymes immobil isée 

dans un monolithe. 

Il apparaît que 34 % des enzymes immobilisées par adsorption simple se retrouvent dans la 

solution de circulation. La quantité de méthanol détectée est 0,84 mM, correspondant à une activité 

du système de 0,07 mmolMeOH.gpoudre commerciale
-1

 en 3 heures pour 20 µmol de NADH initial. 
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Lôefficacit® de la conversion des enzymes dans le monolithe est donc comparable au syst¯me batch 

en phase aqueuse mais contenant son système de régénération. Ici, le système de rég®n®ration nôa 

pas été ajouté. On a donc tout intérêt à développer des systèmes en flux pour ce genre de conversion. 

Lôaugmentation de la conversion du CO2 par rapport au système en solution peut être aussi dû à la 

plus grande disponibilité du CO2 gazeux pur (non dissous dans lôeau) qui est pass® dans le circuit 

par alternance. Il serait donc aussi int®ressant de d®velopper des syst¯mes catalytiques nôutilisant 

que le CO2 gazeux humidifié. 

IV.4 - Essai de réaction enzymatique en phase gaz 

Comme décrit par S. Lamarre
147

 et ses collaborateurs, la biocatalyse en phase gaz permet la 

mise en place de procédés plus propres qui utilisent moins de matériel, offrent de meilleures 

productivités et simplifient les procédés de traitement et de purification des produits. De plus, 

comme nous lôavons d®montr®, la disponibilit® accrue du substrat gazeux permet dôatteindre de 

meilleurs rendements de conversion du CO2 en méthanol. Les 2 intermédiaires de la 

biotransformation (le formiate et le formaldéhyde) ont des pressions de vapeur saturante élevées, ce 

qui indique quôils sont volatils et que leur conversion par les enzymes en phase gaz peut °tre 

envisagée. Les enzymes utilisées en phase gaz peuvent être préparées par lyophilisation en présence 

de leur cofacteur et dôun additif tel que du glyc®rol pour les stabiliser.
148

 Deux expériences 

préliminaires ont été réalisées avec la troisi¯me enzyme de la biotransformation, la YADH. Lôune 

consistait ¨ la conversion du formald®hyde en pr®sence de NADH et lôautre exp®rience a ®t® r®alis®e 

avec ajout dô®thanol qui est un substrat coupl®, permettant ¨ la YADH de r®aliser la r®action inverse 

de r®g®n®ration du cofacteur. Pour °tre lyophilis®e, lôenzyme YADH (9 g.L
-1
) a dôabord ®t® incub®e 

dans 100 ÕL dôun tampon phosphate (0,1 M, pH 7) en pr®sence de NADH (2 mM) et de glyc®rol 

(15% v/v). La solution contenue dans un vial de 2 ml a été ensuite placée à ï 80 °C pendant 20 

minutes et lyophilis®e pendant 12 heures. Un Eppendorf de 0,6 ml contenant dôune part le substrat 

de la transformation (formald®hyde, 90 mM), et dôautre part le substrat (formald®hyde, 90 mM) et 

un second substrat suicide (éthanol, 0,85 M) pour la régénération du NADH sont ajoutés dans les 

®chantillons lyophilis®s. Les vials ont ®t® remplis dôazote, ferm®s herm®tiquement, et plac®s dans 

une étuve à 37 °C pendant 1,5 heure. Un échantillon ne contenant que le formaldéhyde a également 

®t® plac® dans lô®tuve et a servi de r®f®rence. La concentration de formald®hyde restante a ®t® 

déterminée par le réactif de Nash, et la concentration en méthanol produit est obtenue par différence. 
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Les activités catalytiques de YADH lyophilis®e en phase gaz ont ®t® compar®es (Fig. 92) ¨ lôactivit® 

de la YADH libre en solution (Chap. 2 1.2.3.3) (YADH, 5 mg.L
-1

, formaldéhyde (5 mM) et NADH 

(2,5 mM) pendant 30 secondes). 

 

 

Figure 92 : Activité catalytique de YADH libre en phase aqueuse (A) en phase gaz sans système de 

r®g®n®ration (B) et avec lôajout dô®thanol servant de substrat coupl® pour la r®g®n®ration 

du NADH (C).U : µmol.min
-1

. 

Les activités catalytiques de YADH en phase gaz simple (0,043 U.mg
-1

YADH) (Fig. 9-B) et avec 

un système de régénération à substrat couplé (0,03 U.mg
-1

YADH) (Fig. 9-C) sont supérieures à celles 

déterminées en phase aqueuse (0,0104 U.mg
-1

). La disponibilité du substrat en phase gaz, calculée à 

partir des pressions de vapeur saturante grâce à la relation de W.G. Don et H.P. Robert,
149

 est de 

0,07% (v/v). Elle est similaire à celle du formald®hyde pour lôexp®rience en phase aqueuse (0,02% 

v/v). Lôactivit® de lôenzyme avec le syst¯me de r®g®n®ration ¨ substrat coupl® est inf®rieure, 

lô®thanol utilis® comme substrat couplé, peut être responsable de la dénaturation et de la 

désactivation de lôenzyme. N®anmoins, lôactivit® de lôenzyme YADH dans ce syst¯me catalytique 

solide/gaz est 3 à 4 fois supérieure que lorsque la réaction est réalisée en phase aqueuse. Le 

d®veloppement dôun proc®d® en phase gaz serait donc tr¯s int®ressant pour le système 

polyenzymatique de réduction du CO2 en méthnaol. Le substrat suicide utilisé pour la régénération 

du NADH ne doit pas d®naturer les enzymes (contrairement ¨ lô®thanol) et doit °tre volatil (ce qui 

nôest pas le cas du phosphite utilis® avec la phosphite déshydrogénase). Le substrat suicide utilisé 

avec le photosystème synthétique mpg-C3N4 étudié Chapitre 2 (la triéthanolamine, TEOA) est 
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volatil et a d®j¨ permis dôaugmenter lôactivit® dôune enzyme de type d®shydrog®nase comme celles 

utilisées pour la transformation du CO2 en méthanol.
150

  

IV.5 - Utilisation du photosystème synthétique développ é par 

ÌȭÉÎÓÔÉÔÕÔ -ÁØ 0ÌÁÎÃËȢ 

Bien que pour lôinstant toxique, nous avons voulu tester lôemploi du syst¯me photosynth®tique 

mpg-C3N4 développé par M. Antonietti dans la réduction du CO2 en méthanol. Ce système est en 

cours de développement et est voué à fonctionner sans ajout de médiateur, ce qui pourrait être une 

amélioration du système après son immobilisation sur un tel support. Lôutilisation du photosystème 

synthétique d®velopp® par lô®quipe de Markus Antonietti
88

 pour la régénération du NADH à été 

testée dans la biotransformation. Tout dôabord en pr®sence dôune seule enzyme, YADH, pour la 

conversion du formaldéhyde en méthanol, ensuite en présence des 3 enzymes de la 

biotransformation (FateDH, FaldDH, YADH) pour la conversion du CO2 en méthanol. Ces travaux 

ont ®t® r®alis®s au cours dôune collaboration avec le Dr. Jian Liu de lôinstitut Max Planck de Potsdam 

qui travaille sur le développement de ces nouveaux matériaux. 

IV.5.1 - Conversion du formaldéhyde en méthanol.  

Le photosystème synthétique, un motif carbonitride graphitique mésoporeux (mgp-C3N4) (2 mg) 

est placé dans une solution de phosphate de sodium (50 mM, pH 7) en pr®sence de lôenzyme YADH 

(10 mg.L
-1

), du cofacteur enzymatique sous sa forme oxydée (NAD
+
, 1mM) et de formaldéhyde (5 

mM). Le syst¯me de r®g®n®ration est effectif ¨ pH 7 quôen pr®sence du m®diateur dô®lectron 

([CpRh(bpy)(H2O)]
2+

, 0,125 mM) et dôun substrat suicide (TEOA, 15% w/v). La réaction a lieu dans 

un réacteur en quartz, la partie du réacteur ne contenant pas de liquide est remplie avec du CO2 

gazeux. Pour débuter la réaction, la solution (2 mL) qui est agitée par un barreau aimanté à 250 

tr.min
-1

 est exposée à une lampe de puissance 400 W qui émet à la longueur dôonde sp®cifique de 

422 nm. Un petit volume (100 µL) de la solution est retiré du réacteur et filtré à 0,2 µm, mélangé à 

un étalon interne et injecté en GC-FID pour la détermination du méthanol (Fig. 93). 
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Figure 93:Evolution de la concentration de m®thanol produit par YADH en pr®sence dôune syst¯me de 

régénération photosynthètique consistant en un photomatérieux (mpg-C3N4, 2mg), un 

m®diateur dô®lectron ([CpRh(bpy)(H2O)]
2+

, 0,125 mM) et un substrat sacrif iciel (TEOA, 

15% w/v). Le cofacteur est ajouté sous sa forme oxydée (NAD
+
, 1 mM). 

La réaction, répétée deux fois, permet de générer une quantité de méthanol supérieure à la 

quantité de cofacteur ajouté, la régénération du cofacteur par le photosystème synthétique est donc 

effective. Lôactivit® sp®cifique de lôalcool d®shydrog®nase est comprise entre 1,3 et 3 U.mg
-1

 qui 

correspondent ¨ moins de 10% de lôactivit® maximale pouvant °tre atteinte par lôenzyme. Cette 

limitation dôactivit® est due à la capacité de régénération du photosystème synthétique qui doit être 

optimisée. Nous avons finalement testé le photosystème synthétique avec les trois enzymes de la 

biotransformation.  

IV.5.2 - Conversion du CO2 en méthanol.  

La combinaison du motif carbonitride graphitique mésoporeux (mpg-C3N4) avec les trois 

enzymes de la biotransformation est réalisée dans un réacteur en quartz de 3 mL. Les trois enzymes 

sont ajoutées dans des proportions non optimisées par manque de matériel disponible (FateDH 3,36 

mg, FaldDH, 4,98 mg et YADH 0,75 mg). Le photomatériau (mpg-C3N4, 3 mg) est suspendu en 

solution en pr®sence du m®diateur dô®lectron ([CpRh(bpy)(H2O)]
2+

, 0,125 mM) et du substrat 

suicide (TEOA, 15% w/v). La source de CO2 utilis®e est lôhydrog®nocarbonate de sodium (0,1 M) 

dans un tampon phosphate salin (PBS, 0,1M, pH 7). La réaction débute lorsque le réacteur en quartz 

est exposé à un flux lumineux de 400 W ¨ la longueur dôonde sp®cifique de 422 nm. Au début de 

lôexp®rience, et à plusieurs intervalles de temps, 100µL de la solution sont prélevés, filtrés à 0,2 µm, 

mélangés à un étalon interne (1/9 v/v) et injectés en GC-FID pour la détermination de la 

concentration de méthanol (Fig. 94). 
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Figure 94; Evolution de la concentration de méthanol du système trienzymatique avec régénération 

du cofacteur par le photosystème synthétique. 

Lôexp®rience qui montre lô®volution de la concentration en m®thanol dans la solution nôa pas pu 

être répétée faute de temps. Le système peut produire 0,21 mmolMeOH.g
-1

poudre commerciale en 43 heures 

de réaction pour 3 µmol de NADH initial. Cette productivité est comparable à celle du procédé non 

encapsulé à pression atmosphérique décrit dans le chapitre 2 (0,4 mmolMeOH.g
-1

poudre commerciale en 48 

heures pour 10µmol de NADH initial ([NADH]initial = 10 mM)). Dans de tels systèmes 

biotechnoliques, la transformation du CO2 est limité par sa disponibilité qui peut être augmentée en 

réalisant ces réaction en phase gaz et sous pression de CO2. 

IV.6 ɀ Conclusions ÓÕÒ ÌȭÁÃÔÉÖÉÔï ÄÕ ÓÙÓÔîÍÅ ÐÏÌÙÅÎÚÙÍÁÔÉÑÕÅ 

encapsulé 

Lôutilisation de pression de CO2 moyenne (0,5 MPa) a permis dôaugmenter la productivit® du 

syst¯me polyenzymatique en solution (FateDH, FaldDH, YADH, PTDH) dôun facteur 2 compar® ¨ 

un système ̈  pression atmosph®rique. Mais côest la stabilisation des enzymes qui a le plus gros 

impact sur lôam®lioration de la productivit® du proc®d®. Lôaugmentation de la production de 

m®thanol dôun facteur 15 a ®t® obtenue en encapsulant les enzymes dans les NPS (nanocapsules de 

silice/phospholipides/amine/TEOS). Ceci prouve lôefficacit® dôun tel syst¯me dôimmobilisation pour 

les r®actions enzymatiques. Lôaugmentation de cette productivit® peut °tre expliqu® par un apport 

catalytique de la formulation des NPS. Les amines utilisées pour structurer les capsules permettent 

lôaccumulation du CO2 autour de la formiate déshydrogénase qui réalise la première réaction de la 
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biotranformation. Côest par lôam®lioration de lôactivit® de cette premi¯re enzyme gr©ce ¨ 

lôaccumulation de son substrat que tout le procédé est amélioré. 

Nous avons montré cependant que la dodécylamine était nocive pour les enzymes. Mais ceci 

peut être amélioré si les enzymes sont auparavant PEGylées. En effet, nous avons montré que la 

stabilisation des enzymes par modification avec des chaînes de polyéthylène glycol était une 

procédure simple et rapide et permettait de protéger les enzymes de la dodécylamine. En plus, cela 

permettrait dôaugmenter la disponibilit® du CO2 auprès de la 1
ère

 enzyme dû à la solubilité du CO2 

dans le PEG. Nous avons vu ®galement que le proc®d® pouvait °tre am®lior® sôil était éffectué sous 

flux, sans lôaccumulation de m®thanol aupr¯s des enzymes, et avec une alternance de flux gazeux et 

de solution. Le monolithe en question pourrait être en motif C3N4 et assurer en même temps le 

photorégénération du cofacteur. Mieux encore, nous avons pu prouver quôau moins une des trois 

enzymes de la biotransformation pouvait fonctionner en phase gaz. Lôimmobilisation des trois 

enzymes PEGylées dans un monolithe et la mise en place dôun proc®d® biocatalytique en flux 

gazeux continu pourraient représenter les meilleures des améliorations pouvant encore être apportées 

au procédé biotechnologique de conversion du CO2 en méthanol. 
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Au cours de cette thèse, nous avons étudié un système de cascade enzymatique de conversion 

du CO2 en méthanol initialement proposé par B.C. Dave en 1999, mais sans quôune optimisation du 

système ne soit présentée. Lôemploi de trois enzymes que sont la formiate d®shydrogénase, la 

formald®hyde d®shydrog®nase et lôalcool d®shydrog®nase nous a permis de produire du méthanol, 

un produit à forte valeur ajoutée à partir de CO2, une molécule organique extrêmement stable. Le 

travail effectué a eu pour but la compr®hension et lôoptimisation rationnelle de cette cascade 

enzymatique ainsi que dôidentifier le meilleur syst¯me de r®g®n®ration du cofacteur NADH 

(enzymes, photosyst¯me) des enzymes et dô®tudier leur immobilisation dans un support inorganique. 

Dans cette thèse, nous nous sommes confrontés à divers problèmes, comme la nature exacte des 

produits biologiques et lôexactitutde des méthodes analytiques. La bioconversion du CO2 en 

méthanol a en effet ®t® r®alis®e gr©ce ¨ des poudres dôenzymes commerciales dont la composition 

est susceptible de varier en fonction des différents lots achetés. Nous avons dû préciser certaines des 

informations données par le fournisseur afin de connaître la quantité réelle de protéines actives 

contenues dans les différents lots reçus. Idéalement la totalité des adjuvants contenus dans ces lots 

doivent être connue pour que, lors dôune cascade enzymatique, aucuns des adjuvants contenus dans 

un des lots ne puissent agir comme inhibiteur pour une autre enzyme de la cascade enzymatique. 

Concernant la régénération du cofacteur des enzymes par des systèmes biologiques 

photosynthétiques, les recherches bibliographiques men®es pour lôutilisation et la caract®risation des 

membranes thylakoïdes nous a permis de nous rendre compte de la complexité des photosystèmes 

naturels. Ils nôont pu °tre quantifi®s que par la quantit® de chlorophylle, le pigment qui permet de 

r®cup®rer lô®nergie lumineuse quôelles contiennent et non simplement par lôutilisation dôun 

photosystème PSII proposé dans le brevet de Dave.
39

 

Pendant la mise au point des différentes méthodes analytiques, nous avons pu nous rendre 

compte quôil existait des ineractions entre le CO2 et le NADH. Outre la désactivation du cofacteur 

NADH par hydratation ou isomérisation, nous avons découvert que le CO2 pouvait également être 

complexé par les groupements amine du cofacteur enzymatique. Nous avons pu vérifier que cette 

complexation était réversible à 37 °C dans un milieu aqueux saturé en CO2 gazeux car la production 

de méthanol par le système polyenzymatique a pu être vérifiée par GC-FID. Le développement de la 

méthode chromatographique en phase gaz nous a permis de pouvoir détecter les faibles quantités de 

méthanol produites par le système polyenzymatique. La réduction catalytique en cascade du CO2 en 

méthanol est réalisée par 3 enzymes déshydrogénases que nous avons dôabord étudiées séparément 
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en comparant la variation de leur activité en fonction du pH. Pour chacune des r®actions dôoxydation 

et de réduction menées avec ces enzymes, nous avons montré que le pH optimum des enzymes varie 

en fonction du type de r®action quôelles accomplissent, oxydation ou r®duction. Cela nous a permis 

de fixer une valeur de pH optimum (pH 6,5) commune pour les trois enzymes utilisées en réduction. 

Les constantes cinétiques de chacune des enzymes ont alors pu être déterminées dans les conditions 

choisies pour étudier la cascade enzymatique. La difficulté à laquelle nous avons été confrontés pour 

d®terminer lôensemble des constantes cinétiques vient du fait que lô®quilibre des enzymes est 

fortement d®plac® vers la formation du produit dôoxydation pour FateDH et FaldDH et vers celui de 

r®duction pour YADH. Nous avons pu remarquer que le d®placement de lô®quilibre de la derni¯re 

enzyme vers la formation du produit de réduction, le méthanol, permet également de déplacer les 

équilibres des deux premières enzymes vers leurs produits de réduction respectifs. Nous avons alors 

optimisé le système polyenzymatique de façon rationnelle en étudiant la combinaison des enzymes 

deux à deux : la FateDH et la FaldDH, dôune part, et la FaldDH et la YADH, dôautre part. Nous 

avons alors défini le meilleur rapport massique de poudres dôenzymes commerciales entre les trois 

enzymes de 1 g/15 g/75 g pour FateDH/FaldDH/YADH, respectivement. Ce rapport étant dépendant 

des lots dôenzyme commerciale, il doit °tre exprim® en terme de rapport dôunit®s enzymatiques pour 

être plus précis et reproductible (U : µmol.min
-1
). En considérant les données fournisseur (5-15 

U.mgenzyme
-1

 pour FateDH et 1-6 U.mgsolide
-1

 pour FaldDH), le rapport massique de 1 g/15 g entre les 

deux premières enzymes peut varier entre 1/6 (U/U) et 1/112 (U/U) selon si lôont consid¯re les 

activités enzymatiques maximales ou minimales. Côest pour cela quôil est nécessaire de caractériser 

chacune des poudres enzymatiques avant de les utiliser et de connaître précisément leur activité 

catalytique. Nous avons donc d®termin® lôactivit® catalytique des enzymes des poudres 

commerciales utilisées à partir de réactions tests que nous avons d®velopp®es (lôoxydation du 

formiate pour FateDH, lôoxydation du formald®hyde pour FaldDH et la réduction du formaldéhyde 

pour YADH, chacune des réactions se faisant à concentration saturante en substrat et en cofacteur). 

Le rapport optimal de la cascade enzymatique exprimé en unité (U : µmol.min
-1

) était de 1/3/3260 

pour FateDH/FaldDH/YADH, respectivement. Les unitées décrites pour FateDH et FaldDH étant 

d®finies pour des r®actions dôoxydation, le rapport dôunit® catalytique entre les trois enzymes ne 

rend pas compte du flux dô®lectrons en cascade permettant la r®duction du CO2 en méthanol. La 

derniere enzyme de la cascade, YADH, introduite en grande quantite, deplace les equilibres des 

deux premières enzymes car elle fournit massivement une 3eme etape de reduction du formaldéhyde 

très rapide (p64 et 65). 
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Cette cascade enzymatique ne peut fonctionner quôavec lôemploi dôun cofacteur enzymatique, la 

nicotinamide adénine dinucléotide (NADH). Nous avons alors optimisé la quantité relative de 

NADH pour la cascade enzymatique. Nous avons trouvé que la productivité de la cascade 

enzymatique augmentait avec la quantit® de NADH et quôun maximum ®tait atteint [NADH] = 100 

mM pour des concentrations en protéine de FateDH = 10 mg.L
-1

, FaldDH = 150 mg.L
-1

 et YADH = 

750 mg.L
-1

. Le cofacteur enzymatique NADH, est une molécule organique chère qui doit être 

régénérée in-situ lors du procédé catalytique pour des raisons évidentes de coûts. 

Nous avons étudié quatre systèmes différents de régénération du NADH. Deux photosystèmes, 

lôun naturel lôautre synth®tique et deux syst¯mes ¨ enzyme coupl®s. Le syst¯me de r®g®n®ration avec 

lôenzyme phosphite d®shydrog®nase se diff®rencie des trois autres de par sa grande efficacit®, 

lôenzyme est thermiquement stable et ses conditions de fonctionnement optimal sont très similaires à 

celles de la cascade enzymatique de conversion du CO2 en méthanol. De plus, nous avons produit 

cette enzyme au sein même du laboratoire, ce qui permet de lôavoir en grande quantité. Nous avons 

étudié la différence des cultures en flasque et en fermenteur. Nous avons alors pu alors vérifier que 

la culture en fermenteur peut fournir de grandes quantit®s dôenzymes, et que la culture en flasque 

permet elle de produire des enzymes plus actives. Lôoptimisation du proc®d® grâce à la régénération 

du cofacteur a été réalisée en utilisant la phosphite déshydrogénase et son substrat le phosphite. 

Nous avons pu vérifier que la quantité optimale de cofacteur utilisé est identique avec ou sans 

système de régénération (100 mM pour 10 mg.L
-1

 de FateDH, 150 mg.L
-1

 de FaldDH, 750 mg.L
-1

 de 

YADH en poudres dôenzymes commerciales et 3,8 g.L
-1

 dôenzyme phosphite d®shydrog®nase pure). 

Lôajout dôun syst¯me de r®g®n®ration a permis dôaugmenter la productivit® en m®thanol dôun facteur 

2,5. De même, lôutilisation de pression de CO2 moyenne (0,5 MPa) a permis dôaugmenter encore la 

productivit® du syst¯me polyenzymatique en solution (FateDH, FaldDH, YADH, PTDH) dôun 

facteur 2 comparé à un système à pression atmosphérique. 

Lôam®lioration suppl®mentaire ajout®e au syst¯me polyenzymatique a ®t® son immobilisation 

par encapsulation dans des nanocapsules de silice (NPS) structurées par des phospholipides dans un 

milieu eau/éthanol en présence de lactose et de dodécylamine. Ces NPS ont été développées 

pr®c®demment au laboratoire pour dôautres enzymes et syst¯mes bienzymatiques (GOx/HRP) 

GOx/Hb). Les nanocapsules contenant les 3 enzymes de la cascade enzymatique ont pu être 

visualisées par cryoTEM3D et ont des tailles de lôordre de 25 nm qui se forment par la fusion de 

membranes de phospholipides tout autour des enzymes. Les particules se détachent ensuite les unes 
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des autres pendant la condensation du tétraéthoxysilane (TEOS) à cause du rétrécissement et de la 

disparition des ponts de phospholipidiques qui les rejoignent. Nous avons ensuite essayé de 

remplacer lô®thanol et la dod®cylamine dans la synth¯se des NPS ¨ cause de leur toxicité envers les 

enzymes. Mais nous avons montré que la dodécylamine a un rôle catalytique évident pour la 

condensation de la silice en surface des nanoparticules et que le remplacement de lô®thanol ou de la 

dod®cylamine nôa pas permis de former des nanocapsules. Nous avons montr® que côest 

lôimmobilisation des enzymes dans des supports inorganiques qui a le plus gros impact sur 

lôam®lioration de la productivit® du proc®d®. La coencapsulation des 4 enzymes a permis 

dôaugmenter 15 fois la productivité en méthanol par rapport au système polyenzymatique libre en 

solution. Cette augmentation de la productivité en méthanol est aussi dépendante de la vitesse de 

diffusion des molécules entres les différentes capsules qui pourrait être encore améliorée en 

optimisant la vitesse dôagitation du milieu r®actionel. Quoiquôil en soit, nous avons prouvé encore 

une fois lôefficacit® du syst¯me dôencapsulation NPS pour des réactions enzymatiques et 

polyenzymatiques. 

Une façon de protéger les enzymes de la dodécylamine serait de les modifier par greffage sur 

leur surface avec des chaînes de polyéthylène glycol. Ce greffage est une procédure simple et rapide 

et nous avons pu montrer quôelle permet de protéger les enzymes en solution de la dodécylamine et 

de plus elle permet dôaugmenter la disponibilit® du CO2 pour la FateDH grâce à la dissolution du 

CO2 dans les cha´nes PEG proches de lôenzyme. La disponibilité du CO2 peut encore être améliorée 

avec la mise en place de procédés sous flux en continu, pour lesquels la récupération du méthanol 

serait facilitée et lôaccumulation n®faste de m®thanol aupr¯s des enzymes serait ®vit®e. Nous avons 

montr® quôau moins une des trois enzymes pouvait fonctionner en phase gaz, et que les 4 enzymes 

pouvaient facilement être immobilisées par simple adsorption dans une structure monolithique. Nous 

avons montré que la production de méthanol est possible en régénérant le cofacteur NADH grâce au 

photosystème synthétique stable en cours de développement (sans médiateur et à pH 7) par lôInstitut 

Max Planck de Potsdam. 

En conclusion, cette cascade enzymatique est capable de produire du méthanol à partir de CO2. 

Plusieurs optimisations sont possibles : PEGylation des enzymes, réacteur en continu en phase gaz, 

immobilisation covalente du cofacteur,
151

 système de régénération du cofacteur sans sous-produit 

comme le photosyst¯me synth®tique dôAntonietti une fois optimis® ¨ pH 7 et sans m®diateur. 
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Lôencapsulation NPS est int®ressante mais lôemploi de lô®thanol et de dod®cylamine devrait °tre 

remplac®, lôutilisation de tensioactifs ¨ t°te de sucre
131

 pourrait être une voie à développer. 

La valorisation du CO2 peut °tre poursuivie par lô®tude de deux autres organismes : la levure 

Yarrowia lipolytica et la bactérie Geobacter sulfurreducens qui convertissent tour à tour le CO2 en 

glycérol puis en acide citrique.
152, 153

 Lôacide citrique est un produit ¨ forte valeur ajout®e car il est 

déjà utilisé dans de nombreuses industries, aussi vari®es que lôagroalimentaire, la cosm®tique et la 

pharmacologie. Lôoptimisation rationnelle utilis®e pour la cascade enzymatique étudiée au cours de 

cette thèse pourrait être appliquée à ces systèmes cellulaires dont lôapplication dans des proc®d®s 

solide/gaz en flux à déjà été testée et validée.
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ANNEXE 1 : Équation de vitesse des enzymes à deux substrats. 

(Dôapr¯s Pascale Bobillo sur http://www.restice.univ-montp2.fr/BsfDun ici les substrat ont les 

noms A et B au lieu de S1 et S2 comme décris dans le Chaptire 2) 

 

Mécanisme bi-bi ordonné : 

 

Mécanisme Theorell-Chance : 

 

Mécanisme Ping-pong : 

 

Avec : 

  

Mécanisme Aléatoire avec interaction entre les sites : 

 

Mécanisme Aléatoire sans interaction entre les sites : 
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